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Doenças de válvula cardíaca (DCV) ou valvopatias são termos utilizados para 
designar tipos diferentes de problemas que podem afetar a funcionalidade de 
qualquer uma das quatro válvulas do coração. A principal forma de tratamento para 
portadores de DVC é a cirurgia de substituição valvar, um procedimento no qual são 
aplicados substitutos valvares como as próteses biológicas. A descelularização, 
técnica para remoção do conteúdo celular tecidual e retenção da estrutura da matriz 
extracelular (MEC), é uma das estratégias para o desenvolvimento de próteses 
viáveis, não imunogênicas e funcionais. Neste trabalho, válvulas cardíacas 
pulmonares porcinas foram descelularizadas utilizando uma solução de 0,1% SDS e 
0,02% EDTA (grupo VPD-S) ou através da utilização desta mesma solução seguida 
de exposição à solução hipertônica e incubação com 20 U/mL de Benzonase (grupo 
VPD-B). Após os tratamentos, a eficiência de descelularização de cada protocolo foi 
avaliada por meio da extração e quantificação de DNA residual dos tecidos. Além 
disso, a MEC valvar foi caracterizada e avaliada quanto ao seu potencial citotóxico, 
imunogênico e de biocompatibilidade com células humanas. Posteriormente, 
vesículas extracelulares derivadas de explante cardíaco (hH-EVs) foram 
caracterizadas fisicamente, tiveram seu conteúdo proteico analisado por  
espectrometria de massa (MS) e foram avaliadas quanto (1)  a sua capacidade de 
influenciar a adesão, migração, proliferação e angiogênese  de células endoteliais 
(HUVEC) e de células-tronco mesenquimais (CTMs); e (2) de favorecer a 
recelularização de válvulas descelularizadas. Nossos resultados mostraram que os 
enxertos do grupo VPD-S apresentaram aproximadamente 40% menos DNA no 
conduto e no músculo valvar, e não alteraram a quantidade de DNA das cúspides 
em comparação ao controle nativo, ao passo que nos enxertos do grupo VPD-B a 
remoção do DNA das válvulas foi superior a 93%. Entretanto, nesse último grupo, 
maiores alterações na MEC valvar foram verificadas. Nenhum dos enxertos foi 
citotóxico ou capaz de induzir a proliferação de células imunes in vitro. Em ensaios 
de biocompatibilidade in vitro, tecidos VPD-S co-cultivados com CTMs apresentaram 
recelularização significativamente maior que VPD-B após 7 e 15 dias. Entretanto, a 
recelularização com células intersticiais de válvula cardíaca (VIC) foi semelhante em 
ambos os grupos. Quanto às hH-EVs, a análise por MS identificou um total de 1248 
proteínas e a análise de ontologia gênica (GO) revelou proteínas envolvidas em 
processos como, regulação da morte celular e a resposta à cicatrização. Além disso, 
hH-EVs foram capazes de estimular a migração e diminuir a adesão de CTMs, além 
de induzir  a proliferação e a angiogênese in vitro de HUVEC. Quando testadas em 
modelo de co-cultivo, as hH-EVs aumentaram significativamente a recelularização 
de válvulas descelularizadas com CTMs após 3 e 7 dias. Em resumo, esse conjunto 
de dados demonstra que os protocolos de descelularização resultaram em próteses 
valvares não tóxicas, com quantidades reduzidas de DNA e receptivas a 
recelularização com células humanas. Além disso, os dados obtidos confirmam que 
as hH-EVs são capazes de modular processos celulares e são úteis para aplicação 
em engenharia de tecidos.  
 
 






Heart valve diseases (HVD) comprise different types of problems that may 
affect the functionality of the heart valves. The main treatment for patients with HDV 
is valve replacement surgery, a procedure in which valve substitutes, such as 
biological prostheses, are applied. Decellularization, a technique for removing cell 
content from a tissue while maintain the extracellular matrix (ECM) structure, is one 
of the strategies for the development of viable, non-immunogenic and functional 
prostheses. In this work, porcine pulmonary heart valves were decellularized using a 
0.1% SDS and 0.02% EDTA solution (VPD-S group) or using the same solution 
followed by exposure to hypertonic solution and incubation with 20 U/mL of 
Benzonase (VPD-B group). After the treatments, the decellularization efficiency of 
each protocol was evaluated by DNA extraction and quantification. The 
decellularized ECMs were characterized and analyzed to determine their cytotoxicity, 
immunogenicity and biocompatibility with human cells. Subsequently, heart explant-
derived extracellular vesicles (hH-EVs) were physically characterized and the protein 
content in these particles was evaluated by mass spectrometry (MS). The potential of 
hH-EVs to (1) induce proliferation, adhesion, angiogenesis and wound healing in 
mesenchymal stem-cells (MSC) and endothelial cells (HUVEC), as well as, the 
potential to (2) improve the recellularization of decellularized valves was investigated 
in vitro. Our results showed that the VPD-S group grafts presented 40% less DNA in 
conduit and muscle of valve in comparison to the native control. On the other hand, 
the procedure used in VPD-B group led to DNA reduction greater than 93%. 
However, in VPD-B valves major changes in ECM structure were observed. Also, 
both grafts produced were non-cytotoxic and were unable to induce proliferation of 
immune cells in vitro. In vitro biocompatibility assays showed that VPD-S tissues co-
cultured with MSCs presented significantly greater recellularization than VPD-B after 
7 and 15 days. However, recellularization with valve interstitial cells (VIC) was similar 
between groups. For hH-EVs, MS analysis identified a total of 1248 proteins and the 
gene ontology (GO) analysis revealed proteins involved in processes such as cell 
death regulation and wound healing response. In addition, hH-EVs were able to 
induce proliferation and angiogenesis in HUVEC, improve wound healing and reduce 
MSC adhesion. Last, we showed that hH-EVs were able to significantly promote 
MSC recellularization of decellularized valves after 3 and 7 days. In summary, our 
data demonstrates that decellularization protocols generated porcine valve 
prostheses with reduced amounts of DNA, non-cytotoxic and able to be recellularized 
with human cells. In addition, the data confirm the potential of hH-EVs to modulate 
cellular processes and for tissue engineering applying.  
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1.1 BREVE DESCRIÇÃO DA ANATOMIA CARDÍACA 
O coração humano, órgão central do sistema cardiovascular, está situado no 
tórax acima do diafragma, na região do mediastino, espaço localizado entre os dois 
pulmões. Internamente esse órgão apresenta quatro câmaras sendo elas, dois átrios 
(átrio direito e átrio esquerdo) posicionados na margem superior que funcionam 
como câmaras coletoras recolhendo o sangue que retorna ao coração, e dois 
ventrículos (ventrículo direito e ventrículo esquerdo), posicionados na margem 
inferior que trabalham para bombear o sangue para fora do coração. Em conjunto, 
tais câmaras desempenham a função primordial desse órgão, coletar sangue 
desoxigenado, bombeá-lo para os pulmões e devolver o sangue oxigenado para 
todos os tecidos do corpo (Anderson 2002; Weinhaus & Roberts 2005). A estrutura 
histológica do coração é composta por três camadas: o endocárdio, o miocárdio e o 
pericárdio. O endocárdio é a camada mais interna que permite o deslizamento do 
sangue dentro das cavidades desse órgão, ele é formado por células endoteliais 
organizadas sobre uma fina camada de membrana basal. O miocárdio, por sua vez, 
desempenha a função contrátil do coração, ele é formado principalmente por 
cardiomiócitos, células que se unem e se ramificam formando as fibras do músculo 
cardíaco. Por fim, o pericárdio compreende a camada que envolve o coração 
externamente e é formada essencialmente por tecido conjuntivo e células 
mesoteliais (Anderson 2002; Weinhaus & Roberts 2005). No que diz respeito à 
vasculatura, o coração apresenta vasos que conduzem o sangue para dentro e para 
fora das câmaras, sendo eles, a artéria tronco pulmonar, a artéria aorta, as veias 
pulmonares e as veias cavas, superior e inferior (Figura 1.1). Adicionalmente, o 
coração tem seu sistema de irrigação próprio, formado pelas artérias coronárias 











1.2 VÁLVULAS CARDÍACAS 
1.2.1 Anatomia e funcionamento 
Internamente, as câmaras cardíacas são separadas por quatro válvulas, duas 
delas posicionadas entre os átrios e ventrículos conhecidas como atrioventriculares 
(válvula tricúspide e válvula bicúspide ou mitral), e outras duas posicionadas 
separando os ventrículos das grandes artérias, denominadas semilunares (válvula 
aórtica e válvula pulmonar) (Anderson 2002) (Figura 1.1). Essas estruturas permitem 
que o sangue flua unidirecionalmente - sem fluxo retrógrado - no interior do coração. 
As válvulas atrioventriculares impedem o retorno do sangue dos ventrículos para os 
átrios durante a sístole, enquanto que as válvulas semilunares evitam o retorno 
sanguíneo das artérias para os ventrículos durante a diástole (Schoen 2016).  
As válvulas semilunares estão localizadas no ramo aórtico (válvula aórtica) e 
no ramo pulmonar (válvula pulmonar), regiões que compreendem o espaço entre a 
junção sinotubular e a junção ventrículo-atrial (ânulo). No interior dessas estruturas 
são encontrados três tecidos delgados denominados folhetos ou cúspides. As 
cúspides são as estruturas funcionais das válvulas cardíacas, elas estão fixadas na 
Figura 1.1 Anatomia do coração humano. A imagem ilustra a posição das câmaras cardíacas, 





parede dos ramos aórtico/pulmonar, unidas uma à outra pelas comissuras e 
posicionadas sobre os seios de valsalva (Cheung, Duan &  Butcher 2015; Hinton & 
Yutzey 2011) (Figura 1.2 A). Quando as válvulas cardíacas são dissecadas para 
aplicação clínica ou estudos experimentais nos quais o objetivo é utilizá-las como 
enxerto, é comum que sejam removidos juntamente com os ramos aórtico/pulmonar, 
uma porção da aorta ascendente (válvula aórtica) ou do tronco pulmonar (válvula 
pulmonar) que passam a ser denominados como condutos valvares (Figura 1.2 B). 
Do mesmo modo, a região de inserção das artérias aos ventrículos, formada por 
músculo cardíaco é também mantida na disseção valvar (Figura 1.2 B). Essas 
porções são preservadas a fim de garantir a integridade das cúspides durante a 
dissecção e para fornecer espaço suficiente para a realização de sutura no caso de 
um transplante valvar. A principal função dos condutos valvares é conectar o 
coração à circulação sistêmica, conexão essa que é controlada pelo movimento de 













Estima-se que as cúspides abram e fechem cerca de 40 milhões de vezes ao 
longo de um ano totalizando aproximadamente 3 bilhões de movimentos em 80 anos 
de vida  (Schoen 2016). Tal funcionamento só é possível devido à complexa macro e 
microestrutura desses tecidos. De modo geral todas as quatro válvulas apresentam 
cúspides com uma arquitetura similar formada por três camadas: fibrosa, esponjosa 
e ventricular (Figura 1.3). A primeira é constituída por uma densa camada de 
colágeno, a segunda é composta principalmente por glicosaminoglicanas (GAG) e a 
última por elastina (Latif et al. 2005), essas moléculas correspondem a 
Figura 1.2 Anatomia funcional das válvulas cardíacas semilunares. (A) Os ramos aórtico e 
pulmonar são regiões das artérias, aorta e pulmonar, que contém as estruturas complexas formadoras 
das válvulas cardíacas: junção sinotubular, ânulo, seios de valsalva, comissuras e cúspides. FONTE: 
Extraído de Charitos et al, 2013. (B) Imagens de uma válvula aórtica dissecada mostrando as porções 





aproximadamente 60%, 30% e 10% do conteúdo da matriz extracelular (MEC) das 
cúspides valvares, respectivamente (Kunzelman et al. 1993). Durante o ciclo 
cardíaco, o colágeno é rearranjado achatando-se durante a sístole e alinhando-se a 
cada diástole, enquanto a elastina proporciona a abertura rápida das cúspides e os 
proteoglicanos amortecem o choque causado pela pressão sanguínea (Schoen 
2016). 
1.2.2 Composição celular das válvulas cardíacas 
Em todas as camadas das cúspides estão presentes células mesenquimais 
conhecidas como células intersticiais de válvula cardíaca (do inglês Valve interstitial 
cells) (VIC) e, revestindo o tecido, há uma faixa de células endoteliais de válvula 
cardíaca (do inglês Valve Endothelial Cells) (VEC) (Cheung et al. 2015) (Figura 1.3). 
Essas células configuram o componente celular principal das válvulas cardíacas, são 
responsáveis por manter a integridade do tecido e tem sido amplamente estudadas 
por conta do seu envolvimento no processo de calcificação valvar (Bogdanova et al. 
2018; Rutkovskiy et al. 2017). VIC e VEC podem ser isoladas a partir de doadores 
saudáveis cujos tecidos foram considerados inadequados para o transplante ou até 
mesmo a partir de válvulas removidas de pacientes com anormalidades congênitas 
ou que apresentam insuficiência valvar (Rutkovskiy et al. 2017). O isolamento das 
células valvares pode ser realizado tanto a partir de explantes de válvulas 
dissecados e colocados em cultura, quanto por meio da digestão da MEC valvar e 















Quanto às características fenotípicas e moleculares destas células, observa-
se que, em cultivos de monocamada, as VIC apresentam morfologia alongada 
semelhante a fibroblastos e comumente são caracterizadas pela expressão dos 
seguintes marcadores: alfa-actina de músculo liso (alfa-SMA), miosina de músculo 
liso, vimentina e desmina (Meng et al. 2008; Messier et al. 1994). Entretanto, os 
níveis de expressão de cada marcador podem variar de acordo com características 
como, idade e histórico de saúde dos doadores, assim como pelos processos de 
diferenciação que podem ocorrer nessas células (Rutkovskiy et al. 2017). De fato, 
VIC apresentam fenótipo reversível e dinâmico, elas podem diferenciar-se in vitro em 
adipócitos e condrócitos (Chen et al. 2009) além de miofibroblastos e osteoblastos 
(Rutkovskiy et al. 2017), sendo esse último muito importante no processo de 
calcificação valvar que será discutido mais adiante. Anteriormente, Liu e 
colaboradores (2007) sugeriram cinco fenótipos que melhor representam a família 
de VIC, sendo eles: células progenitoras endoteliais/mesenquimais embrionárias, 
VIC quiescente (qVIC), VIC ativada (aVIC), progenitor VIC (pVIC) e VIC 
osteoblástica (obVIC), cada qual exibindo um conjunto específico de funções 
celulares na fisiologia normal e patológica de válvulas cardíacas. 
Por sua vez, as VEC compreendem células endoteliais contínuas ao 
endocárdio que compartilham dos mesmos marcadores encontrados em todos os 
endotélios, tais como: CD31, von Willebrand e Ve-caderina (Farrar & Butcher 2015; 
Osman et al. 2006). Entretanto, como residem em um ambiente mecânico muito 
particular são consideradas um tipo especial de célula endotelial 
(Mongkoldhumrongkul, Yacoub, and Chester 2016). Foi previamente reportado, por 
exemplo, que quando submetidas a estresse de cisalhamento in vitro, as VEC 
mantém seu alinhamento perpendicular ao fluxo, enquanto células endoteliais 
isoladas de aorta alinham-se paralelamente frente ao mesmo estímulo, evidenciando 
uma diferença morfológica importante entre células endoteliais vasculares e células 
endoteliais valvares (Butcher et al. 2004). Mesmo dentro do grupo de VEC, observa-
se que as células sobre a camada ventricular apresentam morfologia escamosa 
enquanto que as células sobre a camada fibrosa apresentam morfologia cuboide 
(Butcher & Nerem 2006). É importante ressaltar, que durante a embriogênese as 
células endoteliais que recobrem as cúspides primitivas, migram para dentro do 
espaço subendocárdico e dão origem as VIC através do processo de transição 




podem ser renovadas por progenitores endoteliais circulantes ao longo da vida, 
entretanto, já foi demonstrado que pacientes com disfunção valvar apresentam 
alterações no número e funcionamento de tais progenitores (Vaturi et al. 2011). Em 
suma, as VEC mantem a homeostase tecidual regulando a permeabilidade, a 
adesão de células inflamatórias e a sinalização parácrina no ambiente valvar (Yutzey 
et al. 2014). Como mencionado anteriormente, os condutos valvares são formados 
pelo tronco da artéria pulmonar e pela aorta ascendente, desse modo, apresentam 
as três camadas principais comuns a todos os vasos sanguíneos: túnica íntima, 
túnica média e túnica adventícia. Essas camadas são formadas respectivamente por 
células endoteliais, células musculares lisas, e fibroblastos (Bäck et al. 2013).  
1.3 VALVOPATIAS 
Doenças de válvula cardíaca (DVC), valvopatias ou valvulopatias são termos 
utilizados para designar tipos diferentes de problemas que podem afetar a 
funcionalidade de qualquer uma das quatro válvulas do coração. Tais problemas 
podem ser categorizados em três tipos principais: regurgitamento, atresia e estenose 
(NHI, 2015) (Figura 1.4). No regurgitamento o fechamento da válvula torna-se 
incompleto resultando em retorno do sangue para a câmara cardíaca anterior. Na 
maior parte dos casos essa disfunção decorre de um abaulamento das cúspides 
denominando prolapso, uma alteração que incide principalmente sobre a válvula 
mitral (Althunayyan et al. 2019). Já a atresia é definida como uma cardiopatia 
congênita na qual há ausência de conexão entre as câmaras cardíacas ou observa-
se o desenvolvimento de uma válvula anormal (Zielinsky 1997). E por fim, a 
estenose é uma disfunção valvar degenerativa caracterizada pelo estreitamento do 
orifício valvar decorrente de calcificação severa, fibrose e deposição de lipídeos nas 
cúspides (Choi & Lee 2016). De modo geral, os indivíduos portadores de DVC são 
assintomáticos para essa condição, porém, quando não tratadas, essas doenças 




















Dados do American Heart Association indicam que as valvopatias afetam 
cerca de 5 milhões de pessoas nos EUA (Go et al. 2013) e aproximadamente 100 
milhões de pessoas no mundo todo (Go et al. 2014). A prevalência para essas 
doenças é de 2,5 %, sem diferenças significativas entre homens e mulheres 
(Mozaffarian et al. 2016). Das 50222 mortes causadas por DVC no ano de 2013 nos 
EUA, cerca de 67,5% foram decorrentes de disfunções na válvula aórtica 
(Mozaffarian et al. 2016). Entretanto, a maior parte dos novos casos deriva de 
manifestações congênitas da doença, responsável por cerca de 40 mil eventos por 
ano (Go et al. 2014). Dentre as causas descritas para valvopatias não congênitas, 
encontram-se; o envelhecimento, a febre reumática (FR), a endocardite e as 
miocardiopatias (Go et al. 2014). Enquanto na maior parte dos países desenvolvidos 
a etiologia mais frequente de DVC está associada à calcificação das válvulas em 
pacientes idosos, no Brasil, e demais países em desenvolvimento, a principal causa 
é a febre reumática (Tarasoutchi et al. 2017). A FR trata-se de uma complicação que 
ocorre em virtude da resposta imune tardia à infecção causada pelo estreptococo 
beta-hemolítico do grupo A, causador de faringoamigdalite, essa condição está 
associada à pobreza e más condições de vida e constitui um importante problema 
de saúde pública (Batista & Amaral 2009). Também estão incluídos os fatores de 
risco comuns a todas as doenças cardiovasculares, tais como: hipercolesterolemia, 
hipertensão, tabagismo, diabetes, obesidade e histórico familiar de doença 
cardiovascular (NIH, 2015).  
A principal forma de tratamento para portadores de DVC é a cirurgia de 
substituição valvular, um procedimento realizado aproximadamente 300 mil vezes ao 
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Figura 1.4 Doenças de válvula cardíaca. (A) Atresia de válvula tricúspide; (B) Válvula mitral 





ano no mundo e que, estima-se, irá aumentar em três vezes nos próximos 30 anos 
(Weber, Emmert, & Hoerstrup 2012; Yacoub & Takkenberg 2005). No Brasil, a 
correção cirúrgica de urgência é indicada para pacientes com valvopatias agudas 
que podem ser causadas por dissecção de aorta, isquemia, ruptura de cordoalha ou 
de músculo papilar e endocardite. Além disso, em indivíduos com próteses com 
disfunção importante o procedimento cirúrgico de retroca também é indicado 
(Tarasoutchi et al. 2017).  
1.3.1 Calcificação da válvula aórtica 
Como mencionado anteriormente mais de 60% das mortes causadas por DVC 
são decorrentes de disfunções na válvula aórtica (Mozaffarian et al. 2016). Nesse 
tipo de disfunção a válvula torna-se mais espessa, rígida, calcificada e muitas vezes 
coberta de nódulos na superfície voltada para a aorta (Yutzey et al. 2014).  
A calcificação valvar foi considerada por muito tempo como uma deposição 
passiva de complexos de cálcio-fosfato. Entretanto, atualmente observa-se que esse 
é um processo complexo que envolve muitas etapas e uma série de mediadores 
(Leopold 2012). Embora tal mecanismo não esteja completamente elucidado, 
acredita-se que o mesmo origina-se a partir de uma disfunção endotelial, na qual há 
aumento na permeabilidade resultando em infiltração de células imunes e difusão 
inespecífica de citocinas como TNFα, RANKL, IL1, IL-6, TGFβ, isto levaria a ativação 
das qVIC e à regulação negativa de inibidores locais ou circulantes de calcificação 
(Yao et al. 2010; Yutzey et al. 2014). Após sua ativação, as qVIC podem se 
diferenciar em células semelhantes a miofibroblastos e em seguida expressar 
fenótipo osteoblástico calcificando a MEC valvar. Alternativamente as qVIC podem 
diferenciar-se em obVIC sem ativação miofibroblástica prévia (Yip et al. 2009). Esses 
eventos resultariam em neoangiogênese (Chalajour et al. 2007), remodelamento da 
MEC (Chen & Simmons 2011), fibrose e finalmente calcificação das cúspides 
(revisado por Leopold 2012 e Rutkovskiy et al. 2017).   
1.4 PRÓTESES VALVARES 
A cirurgia de substituição valvar passou a ser utilizada no início dos anos 
1960 melhorando drasticamente a vida de pacientes com DVC (Pibarot & Dumesnil 




uma diversidade de modelos está disponível para transplante, nestes estão incluídas 
as biopróteses e os arcabouços biológicos (homoenxertos e heteroenxertos) (Figura 
1.5) (Namiri, Ashtiani, et al. 2017). De acordo com Pibarot e Dumesnil (2009) o 
substituto valvar ideal deve mimetizar as características das válvulas nativas, 
apresentando excelente hemodinâmica, alta durabilidade, tromborresistência e 
excelente implantabilidade. Além disso, a escolha do tipo de prótese a ser colocada 
no paciente deve incluir uma criteriosa avaliação do médico responsável a respeito 
das condições como idade, histórico prévio de doenças, bem como a posição da 
válvula comprometida a fim de minimizar possíveis complicações após a cirurgia 
(Pibarot & Dumesnil 2009).  
Até o momento os modelos prostéticos mecânicos são o tipo mais durável de 
substituto valvar, entretanto, há várias limitações para o paciente receptor desse 
material. A principal limitação é o uso de anticoagulantes, necessários para evitar o 
risco de tromboembolismo e que em contrapartida também aumentam o rico de 
hemorragia (Cheung et al. 2015; Pibarot & Dumesnil 2009). Além disso, em 
pacientes pediátricos, essas válvulas apresentam taxas maiores de calcificação e o 
indivíduo precisa ser operado repetidas vezes ao longo da vida para o 
















Figura 1.5 Tipos de próteses valvares. (A) Prótese mecânica bicúspide; (B) Bioprótese de 
pericárdio porcino; (C) Heteroenxerto porcino Medtronic Frestyle® (D) Homoenxerto humano





A fim de superar as limitações encontradas com o uso das próteses 
mecânicas, os esforços científicos passaram a ser direcionados para o 
desenvolvimento das biopróteses. Nesse tipo de enxerto são utilizados tecidos de 
pericárdio porcino ou bovino geralmente fixado com glutaraldeído e posteriormente 
montado em um estente de suporte metálico ou polimérico (Pibarot & Dumesnil 
2009). A fixação com glutaraldeído preserva as fibras de colágeno e reduz a 
antigenicidade do tecido. Além disso, tais próteses exibem perfis hemodinâmicos de 
abertura e fechamento mais próximos às válvulas nativas e podem ser implantadas 
a partir de cirurgias transcatéter minimamente invasivas (Singhal, Luk, & Butany 
2013). Entretanto, a durabilidade desses enxertos é considera reduzida (10-20 anos) 
já que eles podem degenerar devido ao desenvolvimento de resposta inflamatória e 
calcificação (Cheung et al. 2015).  
Por fim, os arcabouços biológicos são produzidos a partir da dissecção de 
válvulas cardíacas animais (heteroenxertos) ou humanas (homoenxertos). Essas 
próteses são projetadas para funcionar sem o estente, mimetizando a anatomia e a 
hemodinâmica da válvula nativa (Freitas-Ferraz et al. 2019). Assim como as 
biopróteses, os heteroenxertos passam pelo processo de fixação com glutaraldeído 
enquanto que os homoenxertos, derivados de válvulas cadavéricas humanas, 
podem ser transplantados sem esse tratamento (Singhal et al. 2013). Considerando 
a funcionalidade, os homoenxertos são superiores a qualquer outro substituto valvar, 
eles apresentam desempenho hemodinâmico fisiológico, não necessitam de 
nenhuma terapia anticoagulante e são mais resistentes a endocardite (revisado por 
Lisy et al. 2017). Apesar de todas essas vantagens, as principais limitações para a 
utilização dessas válvulas referem-se a maior complexidade técnica das operações 
(O’Brien 1995), restringindo sua aplicação em centros com maior volume de 
operação, e principalmente ao fato de que a demanda por substitutos valvares pra 
implante excede significativamente o número de doadores humanos. 
Adicionalmente, as técnicas de obtenção, processamento e estocagem dos 
homoenxertos são bastante complexas. No Brasil, o Banco de Valvas Cardíacas 
Humanas do Hospital de Caridade da Irmandade da Santa Casa de Misericórdia de 




1.5 VÁLVULAS CARDÍACAS DE ENGENHARIA DE TECIDOS 
A necessidade clínica de substitutos valvares eficientes direcionou as 
investigações científicas para o campo de engenharia de tecidos, uma área que visa 
solucionar os problemas de falência de órgãos através da substituição desses por 
réplicas biomiméticas (Hasan et al. 2014). Desde então, além das condições 
previamente estabelecidas para designar uma prótese valvar ideal, novos requisitos 
foram estabelecidos, dentre eles: biocompatibilidade, biodegradabilidade, resistência 
a calcificação e idealmente, a válvula desenvolvida deve ter a capacidade de 
crescer, remodelar-se e adaptar-se às condições fisiológicas mutáveis do organismo 
do paciente (Hasan et al. 2016; Namiri, Ashtiani, et al. 2017). Nesse sentido, 
Cheung, Duan e Butcher (2015), reuniram os critérios cruciais e benéficos para o 
desenvolvimento de uma válvula cardíaca de engenharia de tecidos (VCET) (Tabela 
1-1). Atualmente, para o desenvolvimento e estudo de VECT, são utilizados 
diferentes arcabouços/scaffolds. Esse termo denomina estruturas tridimensionais 
criadas para substituir o tecido original, que atuam como suporte para o crescimento 
de células. Os arcabouços desenvolvidos na engenharia de tecidos podem ser 
divididos em duas categorias principais: polímeros biodegradáveis sintéticos e 
matrizes naturais (Namiri, Ashtiani, et al. 2017).  
 
Tabela 1-1 Critérios para o desenvolvimento de uma VCET ideal. 
Crucial Benéfico 
Não-imunogênico Formato anatômico 
Não-trombogênico Fenótipos celulares heterogêneos e 
composição da MEC apropriados Não-obstrutivo 
Mecanicamente robusto Crescimento com o paciente 
Coaptação total Combinação entre durabilidade e 
facilidade de substituição Fácil infiltração e diferenciação celular 
Biodegradável   
Adaptado de Cheung et al, 2015. 
Os polímeros biodegradáveis sintéticos são considerados materiais 
promissores para a construção de arcabouços que simulam a MEC de válvulas 
cardíacas nativas (Hirt, Hansen, & Eschenhagen 2014). A principal vantagem desses 
materiais é que se pode prever com precisão as propriedades mecânicas e 




materiais mais frequentemente utilizados para estruturar válvulas cardíacas são o 
poli-ácido glicólico (PGA), poli-ácido lático (PLA), a policaprolactona (PCL) e o 
polihidroxidobutirato (P4HB) (Cheung et al. 2015). A cada dia novas técnicas são 
desenvolvidas para construção de enxertos a partir de polímeros sintéticos, as 
metodologias mais utilizadas incluem o electrospinning (Jana & Lerman 2019) e a 
impressão 3D (Fallahiarezoudar et al. 2017). Apesar disso, os polímeros sintéticos 
disponíveis para atuarem como substitutos valvares ainda não são capazes de 
fornecer moléculas sinalizadoras do microambiente valvar, fatores que ainda 
impedem a aplicação desses enxertos clinicamente (Namiri, Ashtiani, et al. 2017).   
Quanto às matrizes naturais, duas abordagens são utilizadas atualmente. Na 
primeira, componentes naturais como ácido hialurônico, quitosana, colágeno, 
alginato, agarose entre outros, são empregados para a produção de arcabouços que 
suportem a adesão e a proliferação celular (Bakhshandeh et al. 2017). 
Recentemente, Fu et al. (2017) utilizaram um compósito feito de colágeno e 
quitosana para o desenvolvimento de um arcabouço de válvula cardíaca. Os 
resultados obtidos mostraram que o compósito foi citocompatível, já que permitiu a 
adesão de CTMs. Na segunda abordagem, MECs completas isoladas a partir de um 
tecido ou órgão inteiro são utilizados para o desenvolvimento de arcabouços através 
da técnica de descelularização  (Guruswamy Damodaran & Vermette 2018).  
1.5.1 Descelularização tecidual 
A descelularização é o processo de remoção do conteúdo celular de um 
tecido ou órgão enquanto retém a estrutura e os componentes da sua MEC. Como a 
MEC é produzida por células nativas de um tecido, ela pode fornecer suporte 
mecânico e ainda moléculas sinalizadoras específicas daquele local (Guruswamy 
Damodaran & Vermette 2018). Assim, uma matriz descelularizada de válvula 
cardíaca pode fornecer informações para a adesão, proliferação e diferenciação de 
células próprias do microambiente valvar. Essa condição configura uma importante 
vantagem das matrizes descelularizadas sobre as sintéticas no âmbito da 
engenharia de tecidos (Namiri, Ashtiani, et al. 2017). 
As metodologias para a remoção do conteúdo celular utilizam estratégias 
químicas, físicas e enzimáticas isoladas ou em combinação para obtenção de 




agitação, pressão, congelamento-descongelamento, detergentes, soluções 
hipo/hipertônicas, enzimas proteases e nucleases, quelantes, entre outros métodos 
para obtenção de um tecido descelularizado (Crapo, Gilbert, & Badylak 2011; Naso 
& Gandaglia 2018). As técnicas mencionadas possuem diferentes vantagens e 
limitações, assim como a eficácia de cada uma está sujeita a características do 
tecido tratado, como: celularidade, densidade, conteúdo lipídico e espessura (Crapo 
et al. 2011). Em todos os casos, o objetivo final do processo de descelularização 
valvar é obter uma matriz imunologicamente inerte, atóxica, biocompatível e com 
propriedades mecânicas preservadas. Na tentativa de determinar quantitativamente 
o que é um tecido/órgão descelularizado, Crapo e colaboradores (2011) 
estabeleceram os seguintes critérios: (1) até 50 ng de dsDNA/mg de tecido seco; (2) 
ausência de material nuclear visível nos cortes histológicos corados com H&E e 
DAPI; (3) fragmentos de DNA inferiores a 200 pb.  
Homoenxertos humanos descelularizados já são utilizados com sucesso 
clinicamente. O primeiro ensaio clínico com homoenxertos valvares descelularizados 
foi reportado por Elkins et al. no ano 2000 (apud de Masuda et al. 2008). Os 
enxertos foram tratados com a tecnologia Synergraft® (Cryolife – EUA) e 
transplantados em 32 pacientes que evoluíram satisfatoriamente e apresentaram 
nenhuma ou pouca elevação de antígenos reativos (PRA). Além das válvulas 
humanas descelularizadas do modelo Synergraft que são comercializadas nos EUA 
e na Europa, estão disponíveis, apenas no mercado europeu, as válvulas 
descelularizadas AutoTissue GmbH's Matrix P plus N™ e a CardioPure dCELL®. 
Sendo que esta última foi desenvolvida a partir de tecnologia padronizada pelo 
Núcleo de Enxertos Cardiovasculares (NEC) do Laboratório de Engenharia de 
Tecidos e Transplante Celular da PUCPR e consiste na mesma técnica aplicada 
para o preparo de homoenxertos distribuídos no Brasil pelo BVCHSC (Costa et al. 
2005). Após a descelularização, os homoenxertos humanos podem ser diretamente 
implantados nos pacientes para que sejam recelularizados in vivo com células do 
próprio hospedeiro (Costa et al. 2007b) ou o enxerto produzido poderá ser 
previamente repovoado com células do hospedeiro in vitro, antes do implante 
(Dohmen et al. 2007), entretanto, não há dados confirmando como as duas formas 





Dada a escassez de doadores de órgãos ao redor do mundo, muitas 
iniciativas científicas foram direcionadas ao desenvolvimento de tecidos que possam 
ser transplantados entre espécies diferentes (xenotransplantes). No caso das 
válvulas cardíacas, um xenoenxerto valvar oferece uma série de vantagens, dentre 
elas está o fornecimento de um número ilimitado de tecidos de tamanhos diferentes 
(Manji, Lee, & Cooper 2015). Considerando a anatomia, os porcos parecem ser 
fontes interessantes de xenoenxertos. O coração porcino – incluindo as válvulas 
cardíacas - é semelhante ao coração humano e fisiologicamente o débito cardíaco e 
o volume sistólico, principais indicadores da função cardíaca, também são 
comparáveis entre humanos e suínos (Ibrahim et al. 2006). Entretanto, a principal 
barreira para a utilização dos tecidos porcinos em humanos é a presença de 
antígenos que podem levar a complicações pós-cirúrgicas que incluem a rejeição 
tecidual (Meier et al. 2018). 
O carboidrato galactose-alfa-1,3-galactose (alfa-Gal) é um componente 
expresso constitutivamente nos tecidos de mamíferos com exceção dos humanos e 
primatas superiores (Naso & Gandaglia 2018). Essa molécula é apontada como um 
dos principais causadores de rejeição hiperaguda causada por xenotransplantes. Tal 
condição configura uma resposta severa ao tecido xenogênico que pode ocorrer de 
alguns minutos a poucas horas após o transplante e geralmente leva a destruição do 
enxerto em menos de 24 horas (Aristizabal et al. 2017). Adicionalmente, alguns 
autores sugerem que o DNA remanescente após a descelularização também pode 
desencadear uma resposta imune inflamatória (Zheng et al. 2005). Entretanto, 
considera-se improvável que fragmentos de DNA menores que 300 pares de bases 
possam induzir essa resposta (Nagata, Hanayama, & Kawane 2010). Desse modo, 
um passo essencial para a aplicação segura de xenoenxertos porcinos 
descelularizados em humanos é a prévia negativação do alfa-Gal nos arcabouços 
acelulares.  
1.5.3 Recelularização de tecidos descelularizados 
Estudos demonstraram que a recelularização de válvulas cardíacas 




Hoerstrup 2005), diminuir o risco de trombose e infecção (Cebotari et al. 2002), e 
ainda evitar a calcificação do enxerto transplantado (Cebotari et al. 2002; Schoen 
and Levy 2005). Entretanto, sabe-se que a repopulação de enxertos 
descelularizados é limitada devido à alta compactação das moléculas da matriz 
valvar (apud de Namiri et al. 2017). Além disso, o próprio processo de 
descelularização pode causar danos à MEC dificultando a adesão celular (Liao, 
Joyce, & Sacks 2008). Desse modo, a recelularização de arcabouços permanece um 
desafio para engenharia de tecidos. Uma série de soluções para esse problema 
foram propostas ao longo dos últimos anos (Namiri, Ashtiani, et al. 2017). Dentre as 
possíveis abordagens destacamos: a seleção do tipo celular adequado para 
repopulação valvar e a utilização de moléculas bioativas capazes de facilitar a 
adesão, migração e proliferação das células nesses tecidos.  
1.5.4 Tipos celulares para recelularização valvar in vitro  
De acordo com Jana e colaboradores (2016), o sucesso das VCET é, em 
grande parte, influenciado pela fonte celular utilizada. Nesse aspecto, células 
xenogênicas (de outros animais), autólogas (do próprio paciente) e alogênicas (de 
indivíduos da mesma espécie) podem ser utilizadas para recelularização do 
substituto valvar. Dentro da engenharia de tecidos diferentes tipos celulares já foram 
utilizados na recelularização de válvulas descelularizadas, dentre eles: fibroblastos, 
células endoteliais, células musculares lisas, células-tronco pluripotente induzidas 
(iPS, do inglês induced pluripotent stem cells), entre outras (revisado por Jana, 
Tranquillo, & Lerman 2016). No presente trabalho destacaremos o uso das CTMs e 
das células das VIC e VEC na recelularização de VCET.     
1.5.4.1 Células-tronco mesenquimais 
Atualmente, grande parte dos estudos em medicina regenerativa está 
concentrada no potencial das CTMs em VCET. CTMs são um conjunto heterogêneo 
de células aderentes ao plástico, com capacidade de autorrenovação e 
diferenciação para tecidos da linhagem mesodérmica in vitro. Essas células 
apresentam propriedades imunomoduladoras, como anti-inflamatória e 
imunossupresiva e desempenham suas atividades principalmente através da 




expressar os marcadores CD73, CD90 e CD105 e não apresentarem expressão dos 
marcadores CD45, CD34, CD14,CD11b, CD19 e HLA-DR (Dominici et al. 2006). As 
principais vantagens da utilização das CTMs na engenharia de tecidos são: a 
possibilidade de serem isoladas de fonte autóloga (próprio paciente) a partir de 
tecidos como; medula óssea, tecido adiposo e cordão umbilical, e a sua capacidade 
de diferenciação. De fato, um estudo prévio envolvendo VCET demonstrou que 
CTMs isoladas de cordão umbilical foram capazes de se diferenciar em células 
endoteliais-like e reendotelizar cúspides de valva cardíaca descelularizada (Lanuti et 
al. 2015). Além disso, CTMs tem a capacidade de inibir a resposta imune em níveis 
diferentes, facilitando a sua utilização em transplantes alogênicos (Podestà, 
Remuzzi, & Casiraghi 2019). 
1.5.4.2 VIC e VEC 
De acordo com VeDepo e colaboradores (2017), um dos principais desafios 
para o desenvolvimento de uma VCET é a recelularização com VIC e VEC para criar 
uma população fisiologicamente apropriada. Entretanto, poucos estudos foram 
realizados para determinar o potencial dessas células na regeneração de enxertos 
valvares (Jana et al. 2016).  Em modelos animais, observa-se que válvulas 
descelularizadas são parcialmente re-endotelizadas após o transplante, 
aparentemente as células que passam a revestir o enxerto são derivadas de 
progenitores endoteliais circulantes (Quinn et al. 2012). Entretanto, como o 
repovoamento de camadas mais internas das cúspides permanece um desafio, não 
está claro se essas células endoteliais têm a capacidade de migrar para o interior da 
cúspide e diferenciar-se em VIC, tal como ocorre durante a embriogênese. De 
qualquer forma, a recelularização de VCET in vitro com VIC e VEC pode prover 
importantes respostas a respeito da integridade da MEC após a descelularização e 
ainda fornecer pistas do comportamento do enxerto in vivo, uma vez que VIC podem 
diferenciar-se em obVIC em situações de estresse, podendo levar à calcificação do 
enxerto.   
1.5.5 Utilização de moléculas bioativas em VCET 
Considerando a reiterada limitação na recelularização de válvulas 




que sejam capazes de auxiliar a adesão, migração e proliferação celular dentro do 
enxerto. Em diferentes arcabouços de engenharia de tecidos já foram verificados, 
por exemplo, os efeitos da imobilização de fatores de crescimentos como, FGF e 
VEGF (Odedra et al. 2011), assim como os efeitos de outras moléculas, como 
colágeno (Gautam et al. 2014), angiopoitina-1 (Chiu & Radisic 2010), fator derivado 
do estroma-1α (SDF-1α) (Namiri, Kazemi Ashtiani, et al. 2017) e ainda meio 
condicionado de células A549 (linhagem epitelial) (Zhao et al. 2016). Na maior parte 
dos casos após a adição das moléculas bioativas foram observados efeitos positivos 
na recelularização tecidual. Entretanto, a utilização clínica dessas moléculas ainda é 
considerada controversa já que não há dados suficientes que verifiquem possíveis 
efeitos negativos. Nesse sentido, novos estudos são necessários para determinar a 
aplicação segura dessas substâncias (Namiri, Ashtiani, et al. 2017).    
1.5.6 Vesículas extracelulares 
Vesículas extracelulares (VEs) são um conjunto de partículas delimitadas por 
membrana lipídica e liberadas por diversos tipos celulares (El Andaloussi et al. 
2013). Inicialmente, acreditava-se que essas partículas eram debris celulares 
desprovidos de significância biológica (Wolf 1967), entretanto, atualmente sabe-se 
que as VEs abrigam um conteúdo molecular variado e desse modo podem 
desempenhar papéis essenciais na comunicação celular (Abels and Breakefield 
2016). De fato, já foram encontrados diversos tipos de moléculas em VEs isoladas 
de fontes distintas, tais como carboidratos, proteínas (ex: tetraspaninas, proteínas 
associadas a lipid rafts), lipídeos (ex: colesterol, esfingomielina, hexosilceramida) e 
uma ampla variedade de ácidos nucléicos (DNA, mRNA e RNA não-codificante) 
(Raposo & Stoorvogel 2013) (Figura 1.6).  
Desde 2012 a Sociedade Internacional de Vesículas Extracelulares 
(International Society for Extracellular Vesicles – ISEV) estabeleceu três grupos 
principais nos quais as VEs podem ser classificadas considerando-se a sua 
biogênese e tamanho, são eles: microvesículas, exossomos e corpos apoptóticos. 
De acordo com essa classificação, microvesículas são partículas de tamanho entre 
50-1000 nm originadas a partir de brotamento e fissão da membrana plasmática das 
células (El Andaloussi et al. 2013). Uma combinação de fatores pode resultar na 




contração da maquinaria actina-miosina. Além disso, sabe-se que esses fatores são 
controlados por níveis de cálcio intracelular, de modo que o aumento de íons Ca2+ 
por influxo a partir do meio extracelular e mobilização de cálcio de fontes 
intracelulares pode levar ao aumento de secreção de VEs (Turturici et al. 2014). 
Já os exossomos, são partículas de diâmetro entre 40-120 nm formadas a 
partir do brotamento interno da membrana do endossomo. Esses brotamentos 
originam pequenas vesículas que se desprendem para dentro do lúmem 
endossomal formando os corpos multivesiculares (MVBs, do inglês multivesicular 
bodies). Após a sua formação os MVBs podem se fundir aos lisossomos levando a 
degradação dessas pequenas vesículas (via lisossomal) ou seguir para via 
secretora, na qual os MVBs se fundem com a membrana plasmática e liberam as 
vesículas que passam a ser chamadas de exossomos (Ibrahim & Marbán 2016). Por 
fim, os corpos apoptóticos são vesículas de tamanho muito variado (500-2000 nm) 
formadas durante o estágio tardio da apoptose (Elmore 2007) e, por essa razão, 
contém material nuclear, organelas e conteúdo citosólico (El Andaloussi et al. 2013).   
Uma vez liberadas das células de origem, as VEs podem entregar um 
conjunto de informações moleculares para as células alvo. Nesse sentido, é bem 
estabelecido que essa comunicação pode acontecer através da fusão da membrana 
vesicular com a membrana  plasmática da célula receptora, da internalização da 
vesícula ou ainda, da direta ligação de moléculas presentes na superfície das VEs 

































1.5.7 Vesículas extracelulares na engenharia de tecidos 
Historicamente, estudos conduzidos na área de engenharia de tecidos 
frequentemente associam diferentes materiais a tipos celulares com potencial 
terapêutico (Lamichhane et al. 2015). Entretanto, as abordagens utilizando células 
apresentam algumas limitações, que incluem custo excessivo, acesso restrito às 
fontes de isolamento celular e aprovação regulatória (Bakhshandeh et al. 2017). Na 
tentativa de preservar o efeito terapêutico e solucionar as limitações apresentadas 
pelas estratégias celulares, as pesquisas relacionadas à regeneração tecidual 
passaram a se concentrar na utilização de estratégias livre de células (cell-free 
strategies). Nesse sentido, VEs derivadas de CTMs são extensivamente estudadas 
uma vez que muitos dos efeitos positivos obtidos com CTMs podem ser 
reproduzidos utilizando apenas VEs isoladas, com as vantagens de que as VEs não 
apresentam os fatores de risco conhecidos para células-tronco como potencial 
tumorigênico, além de serem facilmente estocadas e utilizadas em regime de 
dosagem conhecido (Allan et al. 2019; Bjørge et al. 2018). Recentemente, um 
estudo demonstrou que arcabouços ósseos funcionalizados com exosomos 
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Figura 1.6. Conteúdo vesicular e formas de interação entre as vesículas extracelulares e as
células alvo. (A) VEs podem abrigar uma série de moléculas bioativas como: proteínas, ácidos 
nucléicos (ncRNA e mRNA) e lipídeos. Externamente, moléculas de adesão (ICAM, integrinas), heat
shock proteins (HSP70, HSP90), e, no caso de exossomos, marcadores da via endossomal (LAMP1,
TSG101), assim como tetraspaninas (CD9, CD63 e CD81) são observados. Além dessas, outras 
moléculas presentes na membrana da célula de origem podem estar presentes nas VEs (MHCI). (B)
Após a sua liberação da célula sinalizadora, exossomos e microvesículas podem interagir com a 
célula alvo através da (1) ativação de receptores de membrana celular; (2) da fusão das membranas 
vesicular e celular e (3) da internalização da VEs. FONTE: Modificado de Ibrahim e Marbán (2017) e 




derivados de CTMs foram capazes de promover vascularização e aumentar a 
regeneração óssea quando implantados em camundongos (Xie et al. 2017).     
Além de VEs derivadas de CTMs, muitos outros tipos celulares podem ser 
utilizados como fonte dessas partículas. VEs derivadas de células cardíacas, por 
exemplo, vem sendo apontadas como importantes componentes cardioprotetores 
(Wendt et al. 2018). Em experimentos conduzidos em animais, já foi demonstrado 
que VEs derivadas de células progenitoras cardíacas (CPCs) são capazes de 
reduzir o tamanho da cicatriz e melhorar a função ventricular de ratos submetidos à 
oclusão da coronária (Barile et al. 2014). Apesar disso, o potencial das vesículas 
cardíacas na regeneração tecidual permanece pouco explorado.       
1.6 JUSTIFICATIVA 
No contexto da medicina regenerativa, a descelularização de enxertos 
valvares tem potencial para fornecer um substituto ideal do ponto de vista anatômico 
e fisiológico. Se aplicada eficientemente, a descelularização de tecidos animais pode 
se tornar uma alternativa à escassez de tecidos humanos para transplante. Para 
isso, faz-se necessário o desenvolvimento de técnicas de descelularização capazes 
de equilibrar o balanço entre a remoção do conteúdo celular e a manutenção da 
estrutura e das moléculas da matriz tecidual, gerando tecidos não-imunogênicos e 
que preservem a capacidade de crescimento e remodelamento. Adicionalmente, 
avaliar diferentes tipos celulares e moléculas bioativas nas matrizes 
descelularizadas, pode fornecer informações importantes a respeito do 
comportamento in vivo desses enxertos e auxiliar na construção de próteses de 








1.7.1 Objetivo Geral  
Comparar a eficiência de dois protocolos de descelularização em válvulas 
cardíacas pulmonares porcinas e avaliar a biocompatibilidade in vitro desses tecidos 
com células humanas e vesículas extracelulares.  
1.7.2 Objetivos Específicos  
a) Descelularizar válvulas cardíacas pulmonares porcinas utilizando um 
protocolo de etapa única e um protocolo combinado;  
b) Avaliar a eficiência dos protocolos de descelularização na remoção do 
conteúdo celular e do DNA dos tecidos; 
c) Caracterizar a MEC das válvulas antes e depois dos processos de 
descelularização; 
d) Avaliar a citotoxicidade e a resposta imune celular das válvulas 
produzidas; 
e) Verificar a capacidade de células humanas em aderir, proliferar, migrar a 
formar nova matriz nos tecidos descelularizados;  
f) Isolar e caracterizar vesículas extracelulares derivadas de explantes 
cardíacos humanos; 
g) Avaliar os efeitos das vesículas extracelulares sobre a proliferação, 
adesão, migração e angiogênese de células humanas; 
h) Determinar a influência das vesículas extracelulares derivadas de 








2 CAPÍTULO I 
2.1 METODOLOGIA 
2.1.1 Aspectos éticos 
As válvulas cardíacas utilizadas nesse trabalho foram obtidas de porcos da 
espécie Sus domesticus abatidos em frigorífico com regulamentação sanitária e 
ambiental (FrigKeller LTDA, PR, Brazil). De acordo com a Resolução Normativa nº 
30, de 2 de fevereiro de 2016, do Conselho Nacional de Controle de Experimentação 
Animal (CONCEA), cadáveres ou parte deles oriundos das atividades de 
matadouros, frigoríficos, abatedouros ou produtores rurais para consumo podem ser 
utilizadas para fins de pesquisa sem necessidade de parecer da Comissão de Ética 
no Uso de Animais (CEUA). Além disso, o isolamento de células e vesículas 
cardíacas humanas foi realizado a partir de fragmentos de corações de 8 doadores 
diferentes. Os fragmentos foram obtidos de material excedente da dissecção de 
válvulas cardíacas realizado pelo Banco de Tecidos da PUCPR (Paraná, Brasil). 
Após o processamento este material é descartado, e pode ser utilizado de acordo 
com a legislação vigente - Portaria nº 2048, Seção XI de transplantes, Cláusula 478 - 
que discorre sobre a utilização de tecidos, órgãos ou partes do corpo humano 
quando esgotadas todas as possibilidades de uso em transplantes. Os indivíduos 
doadores de sangue periférico assinaram o termo de consentimento livre e 
esclarecido (Anexo B). Esse projeto de pesquisa foi aprovado pelo comitê de ética 
da PUCPR, parecer número 1.455.773.   
2.1.2 Coleta e dissecção de válvulas pulmonares porcinas 
Para a disseção das válvulas cardíacas, 80 corações porcinos de fêmeas e 
machos saudáveis com idades entre 180-210 dias e peso entre 80-95 kg foram 
obtidos de abatedouro local (FrigKeller LTDA, PR, Brasil). Após a remoção, os 
corações foram repetidamente lavados com solução salina isotônica, para retirada 
de sangue e coágulos e em seguida transportados até o laboratório em frascos 
contendo solução salina isotônica com penicilina (100 U/mL) e estreptomicina (100 
μg/mL) a 4°C. No laboratório, a válvula pulmonar foi dissecada, mantendo-se uma 




adventícia e o tecido gorduroso periadventicial dos condutos foram parcialmente 
removidos e em seguida as válvulas foram colocadas em solução de tampão fosfato 
salino (PBS) contendo 10% de penicilina, 2% de anfoterecina e mantidas à 4ºC por 
pelo menos 12 horas para descontaminação.  
2.1.3 Descelularização das válvulas cardíacas 
Após o período de descontaminação estabelecido, as amostras foram 
separadas em 3 grupos distintos: (1) válvula pulmonar não descelularizada/nativa 
(VPN), (2) válvula pulmonar descelularizada com SDS (VPD-S) e (3) válvula 
pulmonar descelularizadas com SDS e Benzonase (VPD-B). Para a 
descelularização, tecidos dos grupos VPD-S e VPD-B foram separados 
individualmente em frascos contendo solução de SDS 0,1% e EDTA 0,02% e 
mantidos em temperatura ambiente durante 24 horas. O SDS solubiliza as 
membranas citoplasmática e nuclear, e desfaz as ligações não covalentes das 
proteínas enquanto o EDTA facilita o processo de dissociação das células da MEC 
(Naso & Gandaglia 2018). Em seguida, apenas as válvulas do grupo VPD-B foram 
colocadas em solução salina hipertônica (10 mM de TrisHCl e 5 M de NaCl pH 8)  
durante 4 horas, para intensificar a lise celular e favorecer a dissociação das 
proteínas do DNA (Cox & Emili 2006). Posteriormente, as válvulas foram deixadas 
em solução (10 mM de TrisHCl, 5 mM de MgCl2) contendo 20 U/ml de Benzonase,  
(Sigma-Aldrich), uma endonuclease capaz de fragmentar o DNA através da clivagem 
de nucleotídeos no meio da sequência (Crapo et al. 2011), a 37ºC durante 20 horas. 
Após essa etapa, os tecidos do grupo VPD-B foram lavados em solução de 10 mM 
de TrisHCl por mais 8 horas. Ao término da descelularização os tecidos dos dois 
grupos foram colocados em etanol 70% durante 24 horas para favorecer a 
precipitação de resíduos de fosfolipídeos e SDS. Em todas as etapas, as válvulas 
foram deixadas em agitação constante de 185 rpm com volume de solução de 
descelularização de 200 mL/válvula. Finalmente, para assegurar a remoção 
completa dos componentes usados na descelularização, as válvulas foram lavadas 
em solução de NaCl 0,9% durante 10 dias (uma troca de solução por dia) antes da 
realização dos experimentos. Enquanto os processos de descelularização dos 
grupos VPD-S e VPD-B eram realizados as válvulas do grupo VPN permaneceram 




2.1.4 Quantificação do DNA remanescente nos tecidos após a descelularização  
Com o objetivo de comparar a eficiência de descelularização dos protocolos 
utilizados, amostras de tecido dos três grupos foram submetidas a processamento 
histológico e extração de DNA. Para a realização da histologia, as amostras de 
válvulas cardíacas foram fixadas em formalina 10%, emblocadas em parafina e 
levadas ao micrótomo para a realização de cortes na espessura de 4 μm. Em 
seguida, os cortes histológicos foram desparafinizados e corados com DAPI (4’,6- 
diamidino-2-phenylindole) ou H&E (Hematoxilina-Eosina) para verificação da 
presença de núcleos celulares íntegros.  
Para análise do DNA remanescente nos tecidos após a descelularização, foi 
utilizado protocolo descrito por Liu e Harada (2013). Inicialmente, as cúspides, uma 
porção do conduto e uma porção do músculo valvar foram removidas e liofilizadas 
até um peso constante. Em seguida, cerca de 10 mg de cada tecido foram 
distribuídos em tubos contendo 500 μl de tampão de extração (10 % de SDS, 1 M de 
TrisHCl, 5 M de NaCl e 0,5 M de EDTA) e 20 μl de proteinase K (20 mg/ml, 
Invitrogen). Para garantir a eficiência do processo de extração, cada amostra foi 
preparada em triplicata técnica, sendo que em uma das triplicatas foram adicionados 
8000 ng de DNA spike de timo de bezerro (Sigma-Aldrich), com a adição de uma 
concentração conhecida de DNA na amostra é possível estimar a recuperação do 
DNA ao final da extração. Essa preparação, foi incubada a 60°C e 800 rpm 
overnight. Uma vez verificada a digestão total do tecido, foram adicionados às 
amostras 167 μl de solução de acetato de potássio (5 M de acetato de potássio, 
11,5% ácido acético glacial, pH 7,5) seguido de incubação a -20°C por 10 min. 
Posteriormente, os tecidos foram centrifugados a 11200 xg, 4°C por 15 min, o 
sobrenadante recolhido foi transferido para novos tubos aos quais foram adicionados 
400 μl de Isopropanol para precipitação do DNA. Após nova centrifugação realizada 
nas mesmas condições anteriores, o sobrenadante foi descartado e o pellet 
ressuspendido em 70 μl de água ultra-pura para a quantificação do DNA extraído 
através de leituras em espectrofotômetro (NanoDrop - ND-1000 – comprimento de 
onda na faixa de 260 nm). Para confirmar a confiabilidade do protocolo de extração 
de DNA, as amostras com DNA  spike adicionado devem apresentar de 70 a 120% 
de recuperação ao final do processo. A recuperação acima de 100% é aceita uma 




do DNA da amostra, podendo implicar em melhor detecção ocasionando avaliações 
excessivamente otimistas de recuperação. 
Para complementar os dados obtidos a partir da quantificação do DNA, uma 
amostra de DNA extraído da cúspide, conduto e músculo de cada grupo foram 
adicionadas a gel de agarose 1% e submetidas à eletroforese. Para determinação 
do tamanho dos fragmentos foi utilizado marcador 123 pb.  
2.1.5 Avaliação histológica e de imunofluorescência dos tecidos descelularizados 
Para verificar possíveis alterações na MEC valvar decorrentes dos protocolos 
de descelularização, cortes histológicos (4 μm) foram desparafinizados, lavados em 
PBS por três vezes e submetidos à reativação antigênica térmica. Para o 
procedimento de reativação, as lâminas contendo os cortes de tecido foram 
acondicionadas em frascos com 30 mL de solução de citrato de sódio (10 mM de 
citrato de sódio e 0,05% Tween 20, pH 6,0) e levadas ao micro-ondas até a fervura. 
Em seguida, as lâminas foram deixadas para resfriar por aproximadamente 1 hora e 
posteriormente foram lavadas em PBS para então serem bloqueadas com PBS 1% 
de BSA por 60 min. Após esse período, foram incubados os anticorpos primários 
anti-colágeno I (1:200, Abcam), anti-elastina (1:200, Abcam) e anti-vimentina (1:200, 
BD Biosciences) por 1 hora a temperatura ambiente. Posteriormente, as lâminas 
foram submetidas a novas lavagens com PBS e em seguida foram incubados os 
anticorpos secundários conjugados a Alexa Flúor 546 (1:600) por 1 hora. 
Finalmente, seguiu-se a incubação com DAPI por 10 min, lavagem com PBS e 
fechamento da lâmina com meio de montagem ProLong™ Gold Antifade Mountant 
(Thermo Fisher).  
Com os cortes histológicos obtidos a partir dos mesmos blocos de parafina, 
foi realizada a coloração com Ácido periódico de Schiff (PAS) e Alcian Blue para 
verificação do conteúdo de GAG dos tecidos.  Adicionalmente, para detecção do 
antígeno alfa-Gal as lâminas foram desparafinizadas, bloqueadas com solução de 
PBS 1% de BSA por 1 hora e diretamente incubadas com Isolectina B4 de 
Bandeiraea simplicifolia conjugada a FITC (BSI-B4; Griffonia simplicifolia, Sigma-
Aldrich), sem prévia reativação antigênica. Como controle positivo, foram realizadas 
marcações com isolectina B4 em cortes de intestino porcino. As preparações 




(Leyca Microsystems, Wetzlar, Germany) associado a software de deconvolução 
AF6000 (Leyca Microsystems, Wetzlar, Germany), foram observadas as regiões da 
cúspide, conduto e músculo. 
2.1.6 Avaliação ultraestrutural das válvulas por microscopia eletrônica de varredura 
Para a observação de possíveis alterações estruturais causadas pela 
remoção das células do tecido valvar, fragmentos de aproximadamente 4 mm² da 
cúspide e  do conduto dos três grupos de estudo foram fixados em 2,5 % de 
glutaraldeído e pós-fixados em 1% de tetróxido de ósmio, ambos preparados em 
tampão 0,1 M de cacodilato de sódio (pH 7,2). Em seguida, as preparações foram 
desidratadas utilizando soluções crescentes de etanol e submetidas ao método de 
secagem pelo ponto crítico, utilizando CO2. Posteriormente, os tecidos foram 
montados em suportes metálicos, recobertos com ouro coloidal e analisados em 
microscópio eletrônico de varredura (JEOL JSM 6010PLUS-LA). 
2.1.7 Avaliação da citotoxicidade das válvulas descelularizadas 
A citotoxicidade das válvulas pulmonares foi avaliada através de dois 
métodos: teste de contato direto e teste de extrato, ambos recomendados pela ISO 
10993/5. Esses testes foram realizados com células Balb/c 3T3 do clone A31(Banco 
de células do Rio de Janeiro – RJ, Brasil), que consiste em uma linhagem de 
fibroblastos murinos utilizada como referência para testes de citotoxicidade in vitro. 
Para o ensaio de contato direto, fragmentos de conduto (3-4 mm²) de todos os 
grupos foram deixados em meio Dulbecco's Modified Eagle Medium (DMEM) (Gibco 
Invitrogen) suplementado com 10% de soro fetal bovino (SFB), 2 mM de L-
Glutamina, 100 U/mL de penicilina e 100 μg/mL estreptomicina, a 4ºC por 24 horas. 
Em seguida, os fragmentos valvares foram aderidos ao fundo de uma placa de 6 
poços e posteriormente, 2,2x105 células BALB/c 3T3 foram depositadas em cada 
poço para serem cultivadas por 72 horas a 37ºC, 5% CO2. Ao término desse período 
as células presentes na região periférica dos tecidos foram observadas em 
microscópio de contraste de fase e avaliadas utilizando como referência a 
classificação morfológica qualitativa proposta pela ISO 10993/5. Nesse experimento 
células BALB/c 3T3 cultivadas na ausência de tecidos e na presença de 100 ng/μl de 




ensaios foram realizados em triplicatas técnicas para cada uma das três réplicas 
biológicas.  
Para a realização do segundo teste de citotoxicidade, foram preparados 
extratos a partir do conduto valvar de todos os grupos. Para isso, 1 mg de tecido 
liofilizado foi colocado em 1 ml de meio DMEM basal (veículo de extração) e 
incubados a 37°C por 72 horas. Neste ensaio também foram utilizadas células 
Balb/c 3T3 clone A31, as quais foram plaqueadas nos 60 poços internos de uma 
placa de 96 poços (JetBiofil) na densidade de 2,5x103 células/poço ressuspendidas 
em 100 μl/poço de meio DMEM suplementado com 10% de SFB, 4mM de L-
glutamina e na ausência de antibióticos. Após o plaqueamento, as placas foram 
mantidas em incubadora a 37ºC por 24 h. Após esse período, os extratos 
previamente preparados foram centrifugados a 500 rpm e o sobrenadante foi 
submetido a oito diluições seriadas com fator de diluição logarítmico 1:2,15, 
abrangendo no final as concentrações de 500, 232,5, 108,1, 50,3, 23,4, 10,8, 5 e 2,3 
μg/mL em meio DMEM isento de SFB e suplementado com 4 mM de L-glutamina e 
de 100 U/mL penicilina e 100 μg/mL de estreptomicina. 
Em cada placa, foi testado apenas um lote de extrato, com cada coluna 
correspondendo a uma condição testada. As colunas 1 e 12, assim como as linhas A 
e H, que não continham células, foram utilizadas como branco do experimento. As 
colunas 2 e 11 foram mantidas como controle negativo (sem tratamento). As colunas 
de 3 a 10 continham as 8 diferentes concentrações testadas dos extratos. Além 
disso, para cada experimento uma placa com o controle positivo (SDS 100 ug/μl) foi 
lançada.  Após a adição dos tratamentos, as culturas foram mantidas em incubadora 
por 48 horas e em seguida coradas com 25 mg/mL de vermelho neutro (Sigma-
Aldrich) - corante que se integra nos lisossomos das células viáveis. Em seguida a 
densidade óptica das amostras foi medida em 540 nm em um leitor Multi-Mode 
Synergy H1 (Biotek), esses valores foram convertidos em viabilidade em relação ao 
controle negativo para o cálculo da taxa relativa de crescimento (TCR). TCR (%) = 
(Viabilidade grupo testado/Viabilidade controle negativo) × 100. Se o valor de TCR 





2.1.8 Avaliação da resposta imune celular de PBMCs aos tecidos descelularizados  
Para essa etapa de trabalho, fragmentos íntegros de conduto, bem como 
extratos dessa porção das válvulas dos três grupos foram co-cultivadas com células 
mononucleares de sangue periférico (PBMC, do inglês peripheral blood mononuclear 
cells). Inicialmente, amostras de sangue periférico foram coletadas de três doadores 
adultos saudáveis com média de idade de 24,33± 0,66 anos. Após a coleta, as 
amostras foram diluídas em PBS estéril e purificadas em gradiente de Ficoll-
Hypaque (densidade 1.077 g/l, LONZA), centrifugadas por 20 min a 1400 rpm. Em 
seguida, a interface contento as células mononucleares foi transferida para um novo 
tubo e submetida à lavagem com PBS e nova centrifugação por 10 min a 1000 rpm. 
Posteriormente, as células foram ressuspendidas em 5 mL de tampão de lise de 
hemácias (160 mM deNH4Cl, 9 mM de NaHCO3 e 1 mM de EDTA) e mantidas em 
gelo por 5 min. Após esse período, as células foram submetidas à nova lavagem 
com PBS  e centrifugação a 700 rpm por 15 min. O pellet celular foi ressuspendido 
em PBS para determinação da concentração celular. 
Em seguida, foi realizada a marcação das células com CFSE (do inglês, 
Carboxyfluorescein succinimidyl ester – Thermo Fischer), essa molécula difunde-se 
para dentro da célula e emite fluorescência cuja intensidade diminui a cada ciclo 
celular. Para isso, cerca de 2 mM de CFSE foram adicionados ao tubo contendo 
12x106 células, essa preparação foi incubada à 37ºC por 10 min protegida da luz. 
Em seguida, a incorporação do marcador foi interrompida a partir da adição de 5 % 
de SFB aos tubos e incubação por 5 min no gelo, seguida de lavagem com PBS e 
centrifugação a 2000 rpm por 10 min. Posteriormente, as células foram 
ressuspendidas em meio DMEM suplementado (10% de SFB, 2 mM de L-Glutamina, 
100 U/mL de penicilina e 100 μg/mL de estreptomicina)  e  distribuídas na densidade 
de 4x105 células/poço em uma placa de 96 poços. A placa havia sido previamente 
preenchida com fragmentos de 3-4 mm² de conduto valvar ou extrato de conduto 
preparado para a concentração final de 232,5 μg/mL. Os cultivos de PBMC e válvula 
foram mantidos por 5 dias em estufa. Ao término desse período, as células foram 
recuperadas, transferidas para novos poços, para então serem fixadas em PFA 4% 
e levadas ao citômetro de fluxo (FACSCanto II flowcytometer - BD Biosciences). A 




avaliação da população correspondente aos linfócitos utilizando o software FlowJo 
versão 10.0.8r1 o qual calcula o decaimento da fluorescência do  CFSE nas células.   
Esses experimentos foram conduzidos em duplicata técnica para cada uma 
das três réplicas biológicas de amostras porcinas testadas. Como controles foram 
utilizadas PBMC cultivadas em DMEM suplementado (controle negativo) e PBMC 
expostas a 2 μl de Fitohemaglutinina (PHA, do inglês Phytohemagglutinin-L) que 
induz a proliferação policlonal (controle positivo). 
2.1.9 Isolamento de células intersticiais de válvula cardíaca 
Cúspides da válvula mitral de um doador cadáver (feminino, 56 anos – doador 
A) foram recolhidas pelo Banco de Tecidos da PUCPR e mantidas à 4ºC em meio 
RPMI contendo 2 mM de L-glutamina, 100 U/mL de penicilina, e 100 μg/mL 
estreptomicina para serem processadas em até no máximo 48 horas após a coleta.  
Para o isolamento das VIC, tais cúspides foram dissociadas em fragmentos 
de aproximadamente 1 mm³, transferidos para tubos estéreis e lavados com solução 
salina balanceada (BSS) para remoção de restos celulares e sangue. Em seguida, 
os fragmentos foram distribuídos homogeneamente em frascos de cultura de 25 cm² 
previamente recobertos com filme de colágeno tipo I (Sigma-Aldrich). Logo após, 
foram adicionados de 5 mL de meio de cultivo à garrafa, pipetados do lado oposto 
ao dos explantes. A fim de facilitar à adesão dos tecidos a superfície de cultura, os 
frascos foram mantidos com o lado dos explantes voltado para cima por 60 min em 
incubadora (37ºC em atmosfera de 5% de CO2), ao término desse período a garrafa 
foi cuidadosamente virada para que o meio cobrisse os explantes. Para o cultivo dos 
explantes, utilizou-se o meio de cultura Dulbecco’s Mega Cell® (Sigma-Aldrich) 
suplementado com 5% de soro bovino fetal (SFB), 2 mM de L-Glutamina (Gibco™ 
Invitrogen Corporation, Grand Island, NY, EUA), 5 ng/mL de fator de crescimento de 
fibroblasto básico (FGF-b), 0,1 mM de β-mercaptoetanol, 1% de solução de 
aminoácidos não-essenciais, 100 U/mL de penicilina e 100 μg/mL de estreptomicina 
(Sigma-Aldrich). Após a migração, as células foram repicadas e a suspensão celular 
foi filtrada em filtro cell strainer com membrana de nylon com poros de 40 μm para 




2.1.10  Caracterização de células intersticiais de válvula cardíaca 
Para a caracterização imunofenotípica, as células cultivadas nas passagens 2 
e 7, foram lavadas com solução salina balanceada sem cálcio e magnésio (BSS-
CMF) e incubadas com solução de 0,025% de tripsina (Sigma-Aldrich) e 0,02% de 
EDTA (Merck) por um período de 4 minutos a 37° C. Assim que as células se 
desprenderam da superfície de cultura, a ação da enzima foi inibida através da 
adição de Mega Cell suplementado com SFB e a suspensão celular foi contada em 
câmera de Neubauer ao microscópio de luz, com o auxílio do corante de viabilidade 
celular azul de trypan (0,4%) (Sigma-Aldrich). Em seguida, as células foram 
incubadas com solução de PBS 1% de BSA por 60 min e posteriormente marcadas, 
pelo mesmo período de tempo, com anticorpos contra as seguintes proteínas 
humanas: CD90 (1:20), CD105, CD73, CD31 (1:50), (eBioscience), DDR-2 e alfa-
SMA (1:50, Abcam). Em seguida as células foram fixadas em PFA 4% e lavadas em 
PBS. Foram utilizados anticorpos isotípicos de IgG1 para cada fluorocromo como 
controles (BD Biosciences). Os dados foram adquiridos com um citômetro de fluxo 
FACSCanto II (BD Biosciences) e analisados pelo software FlowJo versão 10.0.8r1.  
Para verificar se as células isoladas apresentavam fenótipo dinâmico 
compatível com o que é descrito para VIC, foi realizado um ensaio de indução da 
transição de qVIC para aVIC, por meio da verificação do aumento da expressão de 
alfa-SMA pelas células. Para isso, células isoladas a partir de explante de cúspide 
foram plaqueadas na densidade de 3x10³ células por poço de uma placa de 96 
poços. Cerca de 24 horas depois do plaqueamanto, o meio MegaCell foi substituído 
por meio DMEM suplementado (10% de SFB, 2 mM de L-Glutamina, 100 UI/mL de 
penicilina e 100 μg/mL de estreptomicina) e as células foram mantidas em estufa 
durante 4 dias. Ao término desse período, as células foram fixadas com PFA 4%. 
Após a fixação, as amostras foram lavadas com PBS e bloqueadas com solução de 
PBS 1% de BSA por 60 min. Em seguida, as células foram incubadas com anticorpo 
contra alfa-SMA (1:250), vimentina (1:200) e CD31 (1:200) por 60 min, e 
posteriormente expostas a anticorpo secundário Alexa fluor 546 (1:600) pelo mesmo 
período de tempo. As análises foram realizadas em microscópio invertido 
DMI6000B. Nesses ensaios, células cultivadas nas condições padrão (placas 





2.1.11 Avaliação da capacidade de recelularização dos tecidos descelularizados com 
células-tronco mesenquimais e células intersticiais de válvula cardíaca 
Para essa etapa do trabalho, foram utilizadas CTMs (Lonza) (passagens 5 a 
8) cultivadas em DMEM suplementado com 10% de SFB, 2 mM de L-Glutamina, 100 
U/mL de penicilina e 100 μg/mL de estreptomicina, bem como VIC (doador A - 
passagem 3) cultivadas como descrito no item 2.1.9. Assim que os cultivos atingiram 
80% de confluência as células foram lavadas com BSS-CMF e desprendidas da 
superfície de cultura utilizando solução de tripsina e EDTA. Em seguida, as células 
individualizadas foram contadas e preparadas em uma suspensão contendo 50,000 
mil células a cada 30 μl de meio DMEM, para CTMs, ou meio MegaCell, para VIC. O 
volume de 30 μl dessa suspensão foi distribuído em cada poço de uma placa de 
gota pendente (Nunclon). Em seguida, fragmentos de 3-4 mm² de cúspide dos 
grupos VPD-S e VPD-B foram colocados nos poços contendo o meio com células. 
Tais fragmentos haviam sido previamente cortados e mantidos em meio DMEM ou 
MegaCell basal por 24 h a 4ºC. Posteriormente a placa foi cuidadosamente invertida 
e mantida em estufa a 37ºC com atmosfera de 5% de CO2 por 24 horas. Ao término 
desse período, os fragmentos de tecido foram transferidos para placa de 6 poços 
ultra-low attachment, contendo 2 mL de meio DMEM ou MegaCell suplementado e 
colocados em incubadora. 
Os co-cultivos foram mantidos por 7 e 15 dias com CTMs, e por 15 com VIC. 
No final de cada período os tecidos foram removidos das placas, lavados em PBS 
estéril e fixados em PFA 4% por 15 minutos. Para a análise da recelularização dos 
tecidos, os mesmos foram colocados em meio Tissue Tek O.C.T. compoud, 
congelados a – 80ºC e em seguida levados ao criostato para realização de cortes 
histológicos em tamanhos de 10 e 15 μm. As lâminas obtidas com tecido 
recelularizado com VIC foram marcadas com anticorpo alfa-SMA (1:250) e DAPI. 
Para os experimentos com CTMs foram realizadas imunoflorescências para 
verificação de CD105 (1:100, BD Biosciences) e de Pró-colágeno I (1:50, 
Collagen(Pro)Type I M-38, Interprise). Adicionalmente, a proliferação das CTMs nos 
tecidos foi verificada a partir da marcação com anticorpo anti-ki67 (1:200, Abcam). 
As preparações histológicas foram analisadas em microscópio invertido DMI6000B 
(Leyca Microsystems, Wetzlar, Germany). Os ensaios de co-cultivo com CTMs foi 




VIC foram realizados em duplicata biológica (duas ou três amostras de cúspide 
porcina de cada grupo descelularizado). 
Para a determinação quantitativa da recelularização das cúspides, as secções 
histológicas obtidas foram fotografadas no aumento de 10X a fim de registrar toda a 
extensão do corte. Em seguida, o número de células presentes no interior de cada 
secção foi contado manualmente. As células e agregados celulares presentes na 
periferia dos fragmentos foram excluídos da contagem. Posteriormente, a área de 
cada secção foi definida usando o software NIH ImageJ v. 1.45s, para permitir a 




























2.2.1 Os protocolos de descelularização apresentam diferenças de eficiência na 
remoção do conteúdo celular e do DNA dos tecidos 
Os dois métodos de descelularização aplicados neste estudo foram realizados 
em condições estéreis e resultaram na obtenção de válvulas esbranquiçadas que 
mantiveram a estrutura macroscópica intacta e consistente. O protocolo de etapa 
única realizado no grupo VPD-S levou cerca de 72 horas enquanto o protocolo 
combinado, VPD-B, levou cerca de 104 horas de experimento contínuo. Ao término 
dos processos, os tecidos dos dois grupos passaram por mais 10 dias de lavagem 
para remoção das soluções de descelularização.  Para determinar com precisão a 
eficiência das metodologias de descelularização foi realizada a extração e 
quantificação do DNA que permaneceu nos tecidos após os tratamentos. Nesse 
ensaio, os enxertos foram divididos e avaliados em três regiões valvares separadas 
(cúspide, conduto e músculo). Nos tecidos do grupo VPD-S o processo de 
descelularização levou a redução significativa na quantidade de DNA presente nas 
regiões do conduto (-42%) e do músculo (-37,29%) (Figura 2.1 B, C), enquanto nas 
cúspides essa diminuição não foi verificada (Figura 2.1 A). Por outro lado, o 
processo de descelularização prolongado utilizando a nuclease levou a remoção de 
mais de 90% do DNA de todas as regiões valvares analisadas. Os dados obtidos a 
partir da extração revelaram uma diminuição de 96,72%, 98,11% e 93% de DNA no 
conduto, cúspides e músculo das amostras VPD-B, respectivamente (Figura 2.1 A, 
B, C). Adicionalmente, a recuperação do spike de DNA apresentou médias entre 70 
e 120%, estabelecendo a confiabilidade do protocolo de extração de DNA genômico 
utilizado (Figura 2.1).  
Após a quantificação do DNA presente nos tecidos acelulares, foi realizada 
uma eletroforese para verificar possíveis diferenças na fragmentação do DNA 
induzida pelas soluções de descelularização. Nesse experimento, foi possível 
observar a presença de bandas de DNA acima de 300 pb em todas as amostras de 
tecido nativo e rastros de DNA nas amostras do grupo VPD-S, sugerindo a 
degradação desse material, bem como a sua permanência nos tecidos após o 
tratamento. Já nas amostras do grupo VPD-B, não foram verificadas quaisquer 







































Figura 2.2. Eletroforese em gel de 
agarose 1% realizada com DNA extraído 
de amostras, sem spike, de cúspide
(CS), conduto (CO) e músculo (MS) dos 
grupos descelularizados pelo protocolo 
de  etapa única (VPD-S) e protocolo 
combinado (VPD-B) em comparação a 
válvulas nativas não descelularizadas 
(VPN). Marcador de DNA (M): 123 pb DNA 
ladder (Invitrogen).  
Figura 2.1 Quantificação do DNA residual extraído das três regiões valvares após a 
descelularização pelo protocolo de  etapa única (VPD-S) e protocolo combinado (VPD-B) em
comparação a válvulas nativas não descelularizadas (VPN). (A) Quantidade de DNA presente 
nas cúspides de cada grupo; (B) Quantidade de DNA presente no conduto de cada grupo; (C) 
Quantidade de DNA presente no músculo de cada grupo. Resultados expressos como média ± erro 
padrão da média (n=3), segundo análise utilizando ANOVA de uma via seguida de pós-teste de




 Dado que a presença de fragmentos de DNA não implica em que células 
intactas tenham permanecido nos tecidos, a retenção de células íntegras foi avaliada 
por meio da marcação dos núcleos celulares utilizando as colorações de H&E e 
DAPI. Ao analisarmos as amostras do grupo VPN, verificamos que, como esperado, 
há núcleos distribuídos por toda a extensão da válvula nativa, evidenciados pela 
coloração de H&E (núcleos corados em tom azul-arroxeado) (Figura 2.3 A, D e G) e 
marcação com DAPI (núcleos emitem fluorescência azul) (Figura 2.3 J, M, P). Já em 
tecidos do grupo VPD-S, observou-se marcação positiva para núcleos apenas na 
região central do corte de músculo, (Figura 2.3 H, Q) e ausência de material nuclear 
nas demais regiões (Figura 2.3  B, E, K, N). Por fim, em válvulas descelularizadas do 
grupo VPD-B, não foi possível detectar a permanência de núcleos celulares íntegros 
em nenhuma das regiões analisadas (Figura 2.3 C, F, I, L, O, R).  
Ainda que os protocolos de descelularização tenham removido parte 
significativa das células e do DNA tecidual, é importante verificar a presença de 
outros componentes celulares que possam ter permanecido ancorados aos tecidos 
tratados. Nesse sentido, experimentos para detecção do antígeno alfa-Gal 
(carboidrato de tecido animal) e da vimentina (proteína de citoesqueleto) foram 
conduzidos. Os resultados obtidos confirmaram a presença do alfa-Gal 
(fluorescência verde) em todas as regiões das válvulas nativas (Figura 2.4 A, D, G). 
Após os tratamentos, essa marcação não foi mais observada nas cúspides e 
condutos dos grupos descelularizados (Figura 2.4 B, C, E, F). Porém, 
remanescentes desse antígeno permaneceram na região muscular dos enxertos 
tratados (Figura 2.4 H, I). Como controle da marcação, cortes de intestino porcino 
foram utilizados para confirmação da eficiência da isolectina B4 (Figura 2.4 J). 
Quanto aos ensaios para detecção de vimentina, nos cortes analisados observamos 
marcações positivas para essa proteína (fluorescência em vermelho) na cúspide, 
conduto e músculo das válvulas nativas (Figura 2.5 A, D, G), assim como, no 
conduto e músculo dos grupos VPD-S (Figura 2.5 E, H) e VPD-B (Figura 2.5 F, I). As 
cúspides descelularizadas não apresentaram remanescentes de vimentina (Figura 













































Figura 2.3. Cortes histológicos de válvulas nativas e descelularizadas corados com H&E e 
DAPI. Secções coradas com H&E (A, D, G) e DAPI (J, M, P) mostrando a distribuição de núcleos 
nas três regiões das válvulas cardíacas nativas. Secções do grupo descelularizado VPD-S
mostrando ausência de marcação nuclear em cúspides e condutos corados com H&E (B, E) e DAPI 
(K, N) e presença de núcleos no músculo valvar (H, Q). Secções coradas do grupo descelularizado 
VPD-B não evidenciaram quaisquer marcações positivas para núcleos (C, F, I, L, O, R). Imagens de 
coloração com H&E foram obtidas em aumento de 200X. Na coloração de H&E os núcleos são 
corados em tom azul-arroxeado e o citoplasma em tom róseo-avermelhado. Na marcação com DAPI 









































Figura 2.4. Detecção do antígeno alfa-Gal utilizando Isolectina B4. Imagens representativas de 
secções histológicas marcadas com isolectina evidenciando a presença de alfa-Gal (verde) na 
cúspide (A), conduto (D) e músculo (G) das válvulas nativas e as mesmas regiões valvares testadas 
após os tratamentos descelularizantes: cúspide (B), conduto (E) e músculo (H) VPD-S e cúspide (C), 
conduto (F) e músculo (I) VPD-B. Cortes histológicos de intestino porcino foram utilizados como 
controles de marcação (J). n=3.   
Figura 2.5. Imunofluorescência para detecção de vimentina nas cúspides e condutos valvares 
nativos e descelularizados. Imagens representativas de secções histológicas marcadas com 
anticorpo anti-vimentina (vermelho) demonstram a distribuição dessa proteína nas cúspides (A), 
condutos (D) e músculo (G) valvares nativos. Remanescentes de vimentina podem ser observados 
em condutos e músculo VPD-S (E, H) e condutos e músculos VPD-B (F, I). Não foram observados 




2.2.2 A matriz extracelular das válvulas descelularizadas foi parcialmente 
preservada, as alterações observadas variaram conforme o protocolo 
utilizado.  
Sabe-se que as metodologias que promovem a descelularização tecidual 
também podem degradar alguns componentes da MEC e prejudicar a funcionalidade 
do tecido gerado. Para verificar se os processos utilizados nesse trabalho causaram 
prejuízo aos enxertos acelulares, foram realizadas imunofluorescências pra 
verificação da presença e integridade das principais moléculas de matriz das 
válvulas cardíacas: elastina, colágeno I e GAG. Os resultados obtidos confirmaram o 
predomínio de fibras elásticas (fluorescência em vermelho) na camada ventricular (v) 
de todas as cúspides analisadas (Figura 2.6 A, B, C). Essa proteína manteve-se 
bem preservada após a descelularização realizada no grupo VPD-S (Figura 2.6 B), 
entretanto, em amostras do grupo VPD-B, a marcação para elastina apresentou-se 
reduzida quando comparada a marcação do controle nativo (Figura 2.6 C). Além 
disso, observamos a presença dessa proteína na camada adventícia (Ad) e 
principalmente na túnica média (Tm) dos condutos de todos os grupos. Porém, nas 
amostras descelularizadas as fibras elásticas apresentaram-se mais constritas em 














 Figura 2.6. Imunofluorescência para detecção de elastina nas cúspides e condutos valvares 
nativos e descelularizados. Imagens representativas de secções histológicas marcadas com 
anticorpo anti-elastina evidenciando a o predomínio de fibras elásticas (vermelho) na camada 
ventricular (v) das cúspides nativas (A) e descelularizadas (B,C) e na túnica média (Tm) dos 




Quanto às marcações para colágeno I (fluorescência em vermelho), nos 
tecidos nativos verificou-se a predominância dessa molécula na camada fibrosa (f) 
das cúspides e na camada adventícia (Ad) dos condutos (Figura 2.7 A, D). Essa 
distribuição também foi verificada nos grupos descelularizados, entretanto, a 
estrutura fibrilar do colágeno presente nas cúspides das válvulas nativas pareceu 
ligeiramente desorganizada após o tratamento de VPD-S (Figura 2.7 B, E) e 
praticamente ausente no grupo VPD-B (Figura 2.7 C, F). Nesse último grupo, 
apenas marcações esparsas indicando a presença dessa molécula foram 
observadas.     
 
 
Figura 2.7. Imunofluorescência para detecção de colágeno I nas cúspides e condutos valvares 
nativos e descelularizados. Imagens representativas de secções histológicas marcadas com 
anticorpo anti-colágeno I (vermelho) evidenciando o predomínio dessa molécula na camada fibrosa (f) 
das cúspides nativas (A) e descelularizadas (B,C) e na camada adventícia (Ad) dos condutos 
valvares (D-F). (s) esponjosa; (v) ventricular; (Tm) túnica média. n=3. 
 
Nas amostras nativas coradas com PAS/Alcian Blue, observamos a 
presença de GAG (coloração azul) principalmente na camada esponjosa (s) das 
cúspides e ao longo de todo o conduto valvar (Figura 2.8 A, D). A distribuição desse 
polímero parece ter sido afetada pelos protocolos de descelularização, uma vez que 
a coloração apresentou-se reduzida nas cúspides do grupo VPD-S (Figura 2.8 B) e 
nas cúspides e condutos do grupo VPD-B (Figura 2.8 C, F). Os condutos do grupo 
VPD-S corados com PAS/Alcian Blue apresentaram distribuição de GAG semelhante 












































Ainda durante a etapa de avaliação da matriz extracelular, foram realizadas 
análises de ultraestrutura para verificar possíveis danos teciduais às válvulas 
descelularizadas. Através das imagens obtidas por microscopia eletrônica de 
varredura, é possível observar uma camada confluente de células endoteliais na 
superfície das cúspides e na face luminal dos condutos valvares nativos (Figura 2.9 
A, D). Em contrapartida, após os processos de descelularização, não foram 
observadas células recobrindo tais superfícies (Figura 2.9 B, C, E, F). Nos tecidos 
obtidos do grupo VPD-S, observamos que a superfície das cúspides apresentou um 
arranjo compacto e ininterrupto de matriz (Figura 2.9 B) enquanto na face luminal 
dos condutos algumas rupturas parecem ter ocorrido (Figura 2.9 E). No grupo VPD-
B as cúspides apresentaram uma organização mais rugosa quando comparadas ao 
grupo VPD-S (Figura 2.9 C) e os condutos parecem ter sido intensamente afetados 
após a descelularização, já que rompimentos nas fibras da MEC foram observados 
em vários pontos do tecido (Figura 2.9 F).   
 
 
Figura 2.8. Secções de válvulas cardíacas coradas com PAS/Alcian Blue para marcação de 
GAG. As imagens demonstram a distribuição predominante de GAG na camada esponjosa (s) das 
cúspides nativas (A) e descelularizada VPD-S (B) e redução na coloração dos tecidos 
descelularizados VPD-B (C). Imagens representativas de condutos corados para detecção de GAG em 






















2.2.3 As válvulas descelularizadas não apresentaram citotoxicidade  
Ambos os protocolos utilizados para descelularizar as válvulas cardíacas 
contêm SDS, um detergente capaz de dissolver as membranas celulares, por isso, a 
permanência desse componente após os tratamentos pode levar a citotoxicidade. 
Para avaliar o potencial citotóxico dos enxertos obtidos, realizamos os ensaios 
preconizados pela ISO 10993/5. Ao final do teste de contato direto observamos que 
as células BALB/c 3T3 cresceram próximas aos fragmentos descelularizados dos 
grupos VPD-S e VPD-B (Figura 2.10 B, C) e não mostraram evidências de alteração 
na morfologia quando comparadas às células cultivadas sozinhas (controle negativo) 
(Figura 2.10 D). É importante ressaltar que no caso do controle negativo, o cultivo 
celular foi iniciado um dia antes do cultivo entre células e tecidos, razão pela qual há 
maior confluência celular nos poços do controle negativo em comparação aos 
demais. Por outro lado, os fragmentos de válvula nativa induziram a morte das 
células na zona ao redor dos tecidos (Figura 2.10 A) exibindo comportamento 
semelhante ao obtido com o controle positivo (100 ng/μl de SDS) no qual todas as 
A B C 
D E F 
Figura 2.9. Análise ultraestrutural da matriz de válvulas nativas e descelularizadas. As imagens 
evidenciam o revestimento da cúspide (A) e do conduto (D) com células endoteliais nas válvulas 
nativas. Aspecto da superfície externa da cúspide (B) e do conduto (E) descelularizado VPD-S e da 
cúspide (C) e conduto (F) VPD-B, observa-se a completa ausência da camada endotelial e a 
organização dos tecidos após a descelularização, as rupturas no tecido do conduto estão destacadas 




células morreram (Figura 2.10 E). Já no ensaio de citotoxicidade induzida por 
extrato, é possível observar que as células expostas em a todas as concentrações 
de extrato de válvula VPD-S e VPD-B apresentaram viabilidade acima de 90% 
(Figura 2.10 G, H). Em contrapartida, o extrato de válvula nativa utilizado na maior 


















2.2.4 As válvulas descelularizadas não induziram a proliferação de células imunes 
in vitro  
Para avaliação da resposta imune celular estimulada pelos tecidos porcinos 
foram utilizadas PBMCs. A população de PBMCs é composta de monócitos (~10%), 
células Natural Killer (~10%) e linfócitos T e B (~80%) (Autissier et al. 2010). Em 
conjunto, essas células desempenham um importante papel na resposta imune 
contra infecção e preservam a homeostase do hospedeiro (Zhou et al. 2016). 
Embora a utilização in vitro de PBMCs não mimetize completamente a resposta 
imune in vivo, a resposta proliferativa está entre os eventos celulares que indicam a 
sua ativação. 
 Os ensaios de proliferação baseados em CFSE conduzidos neste trabalho 
objetivaram verificar o impacto dos tecidos descelularizados porcinos nas células 
Figura 2.10. Ensaios de citotoxicidade com válvulas porcinas nativas e descelularizadas. (A-C) 
Morfologia das células BALB-3T3 após 72 horas em cultivo no teste de contato direto, *tecido aderido ao fundo 
da placa; Morfologia das células BALB-3T3 cultivadas em condições padrão (controle negativo) (D) e expostas 
à 100 ng/μl de SDS (controle positivo) (E). Análise da viabilidade celular pelo método do vermelho neutro após 




imunes humanas. Nossos dados mostraram que ao final de 5 dias de ensaio, não 
houve indução significativa da proliferação de PBMCs após o co-cultivo dessas 
células com condutos porcinos preparados na forma de extrato (Figura 2.11 A) ou na 
forma de fragmentos íntegros (Figura 2.11 B). A ausência de indução de proliferação 
foi verificada em todos os grupos experimentais, incluindo o grupo VPN cujos tecidos 
contém uma grande quantidade de células porcinas. Os níveis de proliferação 
celular dos grupos testados mantiveram-se semelhantes aos níveis de proliferação 
celular espontânea (Ctl-). Ainda assim, a capacidade das células proliferarem foi 


















2.2.5 As cúspides descelularizadas funcionaram como arcabouço para adesão e 
proliferação de células-tronco mesenquimais humanas 
No presente trabalho, a análise da biocompatibilidade dos tecidos acelulares 
deu-se por meio de ensaios de recelularização/co-cultivo das cúspides porcinas com 
CTMs humanas. Tais experimentos foram conduzidos por 7 e 15 dias a fim de 
verificar de maneira temporal a capacidade de adesão das células aos tecidos, bem 
como a possibilidade de migração e/ou proliferação das mesmas ao longo do 
experimento. Ao analisarmos as secções de tecido recelularizado nos dois tempos, 
observamos uma camada contínua de células aderidas por toda periferia das 
Figura 2.11. Ensaio de proliferação de PBMCs. (A) Efeito da exposição de PBMCs ao extrato de 
conduto porcino nativo (VPN) e descelularizado (VPD-S e VPD-B) por 5 dias; (B) Efeito da 
exposição das PBMCs a fragmentos de 4 mm² de conduto porcino nativo (VPN) e descelularizado 
(VPD-S e VPD-B) por 5 dias. Em paralelo, as PBMCs foram cultivadas sozinhas (Ctl-) ou
estimuladas com PHA (controle positivo). Resultados expressos como média ± erro padrão da 




preparações VPD-S e VPD-B (Figura 2.12 A-L). Entretanto, as imagens indicam que 
a distribuição celular não foi completamente homogênea nos tecidos, já que 
aglomerados celulares podem ser observados em regiões diferentes dos cortes 
(Figura 2.12 A, C, D, J). Ademais, marcações positivas para núcleos também foram 
observadas no interior dos fragmentos sugerindo que as CTMs foram capazes de 
migrar para camadas mais internas do arcabouço. Entretanto, essa possível 
migração parece ter sido mais eficiente em amostras VPD-S, nas quais se observa 
uma maior quantidade de células tanto em 7 quanto em 15 dias quando comparados 
a recelularização ocorrida em VPD-B (Figura 2.12 A-L). Adicionalmente, as lâminas 
utilizadas para verificação da biocompatibilidade também foram incubadas com 
anticorpo anti-CD105 (marcador de CTMs), nesse ensaio observamos que nem 
todas as células presentes no tecido apresentaram marcações positivas para essa 
molécula. A maior parte das células CD105-positivas encontra-se na periferia dos 

























 Figura 2.12. Avaliação da capacidade de células-tronco mesenquimais em recelularizar cúspides valvares descelularizadas. Imagens representativas de cúspides removidas de três animais diferentes
e descelularizadas por meio de dois processos distintos VPD-S e VPD-B. O co-cultivo foi realizado com 
CTMs por 7 (A-F) e 15 (G-L) dias. DAPI: azul; CD105: vermelho. O * indica a presença de agregados 








A adesão de CTMs nos arcabouços valvares também foi confirmada através 
de microscopia eletrônica de varredura. Após 7 dias de ensaio observamos células 
distribuídas sobre a superfície das cúspides recelularizadas VPD-S e VPD-B e 
algumas regiões nas quais a matriz permaneceu exposta (Figura 2.13 A, C). Já ao 
término de 15 dias de experimento, uma camada confluente de células pode ser 
verificada revestindo completamente a superfície tecidual de ambos os grupos 





















Após a análise qualitativa da colonização de cúspides descelularizadas com 
CTMs, realizamos a quantificação do número de células por área de tecido 
recelularizado após 7 e 15 dias de experimento. Os dados obtidos mostram que o 
número de células presentes em cúspides VPD-S foi superior ao número de células 
presentes em VPD-B após 7 dias de recelularização, entretanto essa diferença não 
foi considerada estatisticamente significativa. Após 15 dias de ensaio o número de 
células presentes no interior das cúspides do grupo VPD-S foi significativamente 
Figura 2.13. Recelularização de cúspides descelularizadas com células-tronco mesenquimais.
Imagens representativas de microscopia eletrônica de varredura mostrando a superfície externa das 
cúspides valvares VPD-S recelularizadas por 7 (A) e 15 (B) dias e VPD-B recelularizadas por 7 (C) e 




maior que o observado nos dois grupos depois de 7 dias e cerca de 3 vezes maior 















Na tentativa de confirmar diretamente a proliferação das CTMs nos 
arcabouços acelulares, novas amostras de tecido co-cultivado foram seccionadas e 
marcadas com anticorpo anti-ki67 (proteína encontrada no núcleo durante a divisão 
celular). Nos tecidos analisados, células em proliferação (fluorescência em 
vermelho) foram encontradas ao final de 7 dias de experimento tanto em amostras 
VPD-S quanto em VPD-B (Figura 2.15 A, B), porém, após 15 dias de ensaio, a 
proliferação celular só foi detectada em células presentes nas amostras VPD-B 
(Figura 2.15 C, D). Além disso, não foi possível avaliar quantitativamente se as 
CTMs proliferaram mais em um arcabouço que em outro, já que as marcações 
positivas foram escassas em todas as amostras. Paralelemente, a capacidade das 
células remodelarem a matriz descelularizada foi verificada através da incubação 
das secções de tecido com anticorpo anti-pró-colágeno I. O pró-colageno I trata-se 
da forma precursora solúvel do colágeno I encontrada no citoplasma celular.  Em 
nossos experimentos, verificamos que o pró-colágeno (fluorescência em vermelho) 
estava presente em CTMs aderidas aos tecidos VPD-S cultivados tanto por 7 quanto 
por 15 dias (Figura 2.16 A, B). Por outro lado, essa molécula só foi detectada em 
células aderidas aos tecidos VPD-B pelo período mais longo de cultivo (15 dias) 
Figura 2.14. Avaliação quantitativa da colonização de cúspides descelularizadas por células-
tronco mesenquimais. O gráfico representa o número de CTMs presentes por área de tecido após 
7 e 15 dias de co-cultivo. Resultados expressos como média ± erro padrão da média (n=3), segundo 
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indicando que o remodelamento dessas cúspides ocorreu tardiamente em 














































 Figura 2.16. Imunofluorescência para verificação da presença de pró-colágeno I nas células-
tronco mesenquimais aderidas aos tecidos descelularizados. Imagens representativas de 
tecidos VPD-S recelularizado com CTMs por 7 (A) e 15 dias (B) e tecidos VPD-B  recelularizado com 
CTMs por 7 (A) e 15 (B) dias. DAPI: azul; pró-colágeno I: vermelho. 
 
 
Figura 2.15. Marcação da proliferação de células-tronco mesenquimais em tecidos 
recelularizados utilizando anticorpo anti-ki67. Tecidos VPD-S (A) e VPD-B (B) recelularizados por 
7 dias e VPD-S (C) e VPD-B (D) recelularizados por 15 dias.  As marcações foram consideradas 
positivas quando houve co-localização. Nenhuma marcação foi observada em amostras VPD-S ao 




2.2.6 As cúspides descelularizadas funcionaram como arcabouço para adesão de 
células intersticiais de válvula cardíaca humana 
Para que a recelularização dos arcabouços com células valvares fosse 
possível, inicialmente tais células foram isoladas a partir de explantes das cúspides 
da válvula mitral de um doador humano. As células que migraram a partir dos 
explantes foram submetidas à caracterização imunofenotípica após duas e sete 
passagens em cultivo. Os dados obtidos e apresentados na tabela 2-1 mostram que 
após duas passagens as células migradas foram positivas para os marcadores de 
fibroblastos e CTMs; CD105 e CD73, acima de 70%, e CD90 em cerca de 35% da 
população. As células cultivadas apresentaram ainda uma pequena porcentagem de 
marcação positiva para CD31 (~ 3%), marcador de células endoteliais, e para DDR-2 
(4,32%), marcador de fibroblastos cardíacos. Enquanto a maior parte dos 
marcadores variou em menos de 5% na população entre as passagens 2 e 7, o 
cultivo dessas células até a sétima passagem aumentou proeminentemente a 
expressão de DDR-2 (de 4,32 para 15,3%) e diminuiu a expressão de CD90 (de 
35,7% para 22,3%). Por fim, a porcentagem de marcação para alfa-SMA, marcador 











Como a ativação de VIC não ocorreu espontaneamente ao longo da cultura, 
realizamos ensaios de indução da transição fenotípica através da substituição do 
meio de cultivo padrão para meio DMEM. Adicionalmente, incluímos ensaios de 
imunofluorescência para marcação de vimentina e CD31 que são marcadores 
positivo e negativo de VIC, respectivamente. A análise dos cultivos celulares 
marcados para detecção de alfa-SMA (fluorescência em vermelho) mostra que essa 
Tabela 2-1 Porcentagem de células isoladas da válvula mitral positivas para os marcadores
nas passagens 2 e 7. 
Endotelial (%)
Fibroblasto 
cardíaco (%) aVIC (%)
Marcador CD90 CD73 CD105 CD31 DDR-2 a-SMA
Passagem 2 35,7 89,8 71,1 3,17 4,32 2,99





molécula estava expressa em uma pequena parte da população cultivada em meio 
MegaCell (Figura 2.17 A). Por outro lado, após quatro dias de cultivo em meio 
DMEM, uma maior quantidade de células expressando essa molécula foi detectada 
na cultura (Figura 2.17 D). Quanto às outras marcações, as preparações celulares 
foram positivas para vimentina (Figura 2.17 B,E) e negativas para CD31 (Figura 2.17 

























Após a etapa de caracterização, as VIC foram co-cultivadas com tecidos 
VPD-S e VPD-B durante 15 dias. Após esse período, os cortes histológicos 
realizados nas amostras revelaram que, assim como o observado nos ensaios 
utilizando CTMs, as VIC foram capazes de aderir nas matrizes descelularizadas de 
VPD-S e VPD-B formando uma camada contínua de células ao redor dos tecidos e 
foram capazes de migrar para camadas mais internas do arcabouço (Figura 2.18 A, 
C). Para verificar se o contato das células com as matrizes descelularizadas poderia 
levar diretamente a ativação de VIC, as amostras de tecido recelularizado foram 
incubadas com anticorpo contra alfa-SMA. As imagens obtidas demonstraram que 
apenas algumas células aderidas às cúspides VPD-S e VPD-B foram positivas para 
o alfa-SMA após 15 dias de co-cultivo (Figura 2.18 B, D). Ao contrário do observado 
nos experimentos com CTMs, a análise quantitativa da recelularização indicou que a 
Figura 2.17. Análise da transição do fenótipo qVIC para aVIC induzido pela substituição do 
meio de cultivo. Imagens representativas de células isoladas da válvula mitral e cultivadas por 48 
horas em meio MegaCell e marcadas para detecção de alfa-SMA (A), vimentina (B) e CD31 (C). 
Imagens representativas de células isoladas da válvula mitral e cultivadas por 48 horas em meio
DMEM e marcadas para detecção de alfa-SMA (D), vimentina (E) e CD31 (F) DAPI: azul; alfa-SMA;





colonização feita por VIC não diferiu de acordo com o arcabouço utilizado. O número 
de células no interior dos fragmentos foi semelhante nos dois grupos testados 
(Figura 2.19).  Além disso, comparando a recelularização obtida com VIC com a 
colonização feita por CTMs no mesmo período de tempo, observamos que, nas 
condições estabelecidas, as células-tronco apresentam maior capacidade de 


























Figura 2.19. Avaliação quantitativa da colonização de cúspides descelularizadas por células 
intersticiais de válvula cardíaca. O gráfico representa o número de VIC presentes por área de 
tecido após 15 dias de co-cultivo. Resultados expressos como média ± erro padrão da média (n=2), 
segundo análise utilizando teste t de Student. 
Figura 2.18. Recelularização de cúspides descelularizadas com células intersticiais de válvula 
cardíaca. Imagens representativas de cúspides obtidas dos grupos VPD-S (A) e VPD-B (C) co-
cultivadas com VIC por 15 dias. Ao término desse período de tempo as amostras VPD-S (B) e VPD-






Neste trabalho, válvulas cardíacas pulmonares porcinas que foram 
dissecadas para formar uma prótese biológica única e implantável da base do ramo 
pulmonar até o conduto, foram submetidas a dois processos distintos de 
descelularização. No primeiro grupo (VPD-S), foi utilizado um modelo de 
descelularização baseado em SDS previamente patenteado (PI 0800603-2) e 
aplicado em válvulas humanas distribuídas pelo BVCHSC. No segundo grupo (VPD-
B), elaboramos um protocolo de descelularização combinado, no qual foram 
utilizados um detergente (SDS), um agente osmótico (NaCl) e um agente enzimático 
(Benzonase), na tentativa de obter um xenoenxerto porcino completamente acelular 
e minimamente imunogênico. De acordo com Naso e Gandaglia (2018), as próteses 
valvares xenogênicas tem potencial para superar as limitações dos atuais modelos 
bioprostéticos, entretanto é preciso equilibrar o balanço entre a remoção eficiente do 
conteúdo celular e a manutenção da arquitetura do enxerto. Os resultados obtidos 
neste trabalho demonstram que ambos os protocolos foram capazes de produzir 
próteses biológicas com quantidades reduzidas de células íntegras e de DNA 
residual. Em termos de eficiência de remoção celular, o protocolo de 
descelularização combinado foi claramente superior ao protocolo de etapa única. 
Entretanto, a descelularização mais intensa implicou em maiores danos à MEC das 
válvulas. 
O SDS, detergente utilizado nos dois protocolos, foi escolhido para aplicação 
nas válvulas cardíacas devido a sua eficácia na remoção de detritos celulares em 
tecidos densos e espessos (Akbari Zahmati et al. 2017; Alshaikh et al. 2019; 
Steenberghe et al. 2018). Entretanto, os enxertos tratados com o protocolo VPD-S, 
apresentaram redução de no máximo 42% de DNA nos condutos e músculos, e 
retenção de todo conteúdo de DNA das cúspides valvares. Mesmo que os enxertos 
tenham sido mantidos em agitação constante ao longo de todo protocolo de 
descelularização é possível que a entrada e transporte da solução de SDS através 
dos tecidos não tenha ocorrido eficientemente. Resultados semelhantes foram 
observados por Paniagua Gutierrez (2014) que verificaram a permanência de DNA 
residual em histologias de válvulas aórticas porcinas descelularizadas com solução 
de SDS 0,1% e agitação por 24 horas. Além disso, a forte tendência do DNA 




Badylak 2009) pode ter contribuído para os efeitos observados em válvulas VPD-S. 
Em um trabalho anterior do nosso grupo, a aplicação desse mesmo processo de 
descelularização produziu pericárdios bovinos histologicamente acelulares, porém, 
com parte do conteúdo de DNA (cerca de 30%) retido na matriz (Heuschkel et al. 
2019). Em contrapartida, nos enxertos em que foi aplicado o protocolo combinado 
(VPD-B), além das três regiões valvares não apresentarem núcleos detectáveis, a 
remoção do DNA das válvulas foi superior a 93%. Nesse grupo, após o passo inicial 
de exposição ao SDS, os tecidos foram colocados em solução salina hipertônica e 
em seguida foram incubados com Benzonase. De fato, processos de 
descelularização que utilizam agentes descelularizantes combinados vêm sendo 
testados para aumentar a eficiência da descelularização e têm apresentado bons 
resultados. Recentemente, válvulas cardíacas humanas foram descelularizadas 
usando tampão hipotônico, 0,1% de SDS e 10 U/mL de Benzonase e os resultados 
obtidos mostraram redução de mais de 90% do DNA presente nos tecidos (Vafaee 
et al. 2018). Em outro estudo, a combinação entre uma solução de detergentes (1% 
SDS, 1% Triton X-100, 1% desoxicolato de sódio) com enzimas nucleases (RNase e 
DNase) também resultou em válvulas porcinas completamente acelulares e 
contendo poucos resíduos de DNA (Haupt et al. 2018).   
A permanência de núcleos ou fragmentos de DNA nos tecidos acelulares foi 
previamente apontada como fator capaz de gerar reações inflamatórias in vitro e in 
vivo (Zheng et al. 2005). De fato, detritos de DNA encontrados em vários enxertos 
descelularizados tem o potencial de iniciar o processo de calcificação nos substitutos 
valvares (Paniagua Gutierrez et al. 2014; Schoen & Levy 2005), por isso a remoção 
dessa molécula é um fator chave para o desenvolvimento de arcabouços acelulares. 
Entretanto, outros componentes, como debris celulares, também são passíveis de 
iniciar uma resposta inflamatória após o transplante (Aristizabal et al. 2017; Daly et 
al. 2012). Os dados obtidos neste trabalho mostraram que os enxertos produzidos a 
partir dos dois protocolos de descelularização não estão completamente livres de 
remanescentes citoplasmáticos. A permanência de resíduos de alfa-Gal no músculo 
valvar é especialmente preocupante já que esse antígeno está envolvido nos 
processos de rejeição aguda e hiperaguda após transplantes xenogênicos (Platt et 
al. 1991). Infelizmente, muitos trabalhos envolvendo a descelularização de válvulas 
porcinas não realizam experimentos para detecção desse e de outros xenoantígenos 




componente xenogênico. Recentemente, Liu e colaboradores (2018) avaliaram a 
remoção de componentes antigênicos de válvulas aórticas porcinas através de 
protocolos de descelularização baseados em SDS, Triton X-100 e desoxicolato de 
sódio. Os autores demonstraram a remoção eficiente de proteínas do complexo 
principal de histocompatibilidade (MHC) e do alga-Gal das válvulas descelularizadas, 
porém, os protocolos afetaram expressivamente a MEC valvar. Devido à dificuldade 
de se remover esses componentes de tecidos animais, novas estratégias como a 
deleção de genes por engenharia genética estão sendo estudadas para o 
desenvolvimento de tecidos porcinos humanizados (Cooper et al. 2018; Wolf et al. 
2019).  
Na tentativa de prever se os fragmentos celulares residuais presentes nos 
enxertos poderiam evocar uma resposta imune em pacientes receptores humanos, 
foram realizados ensaios in vitro para verificação da proliferação de células imunes 
induzida pelos tecidos acelulares. Os dados obtidos não apresentam quaisquer 
evidências de que as válvulas poderiam induzir a proliferação de PBMCs in vitro. 
Curiosamente, até mesmo os tecidos nativos não foram capazes de iniciar uma 
resposta proliferativa nessas células. Resultado semelhante já foi observado por 
Högerle e colaboradores (2018), nesse estudo os autores reportaram ausência de 
indução da proliferação de PBMCs após sete dias de co-cultivo com cúspides 
aórticas humanas criopreservadas. Em outro estudo, Seifert e colaboradores (2015), 
realizaram o co-cultivo de PBMCs humanas com fragmentos de cúspides porcinas 
por 5 dias. Os dados obtidos mostraram que a proliferação das células imunes 
induzida por tecidos porcinos só foi possível quando o ensaio foi realizado em 
combinação com um anticorpo anti-CD3. Apesar disso, a ausência de resposta 
proliferativa das PBMCs observada nesse estudo, não excluiu a possibilidade de que 
outras respostas celulares estejam acontecendo durante o ensaio tipo quais. 
Abordagens experimentais como dosagem de citocinas, avaliação da expressão de 
marcadores de ativação e até mesmo testes in vivo deverão ser conduzidas para 
determinar com clareza a imunogenicidade dos enxertos VPD-S e VPD-B. 
Antes de iniciar os ensaios de biocompatibilidade foi necessário identificar se 
os enxertos produzidos apresentavam citotoxicidade. Recentemente, a análise 
desse parâmetro foi incluída dentro dos novos critérios para avaliação de 
arcabouços biológicos acelulares (Kawecki et al. 2018). De modo geral, a 




resíduos de agentes químicos utilizados na descelularização. O SDS, por exemplo, é 
um importante agente citotóxico que possui alta afinidade a proteínas (Krejci 2007), 
ele pode ser liberado continuamente dos tecidos tratados podendo ser detectado 
nas amostras mesmo após várias lavagens (Caamaño et al. 2009). Apesar disso, em 
nossos experimentos, os tecidos obtidos a partir dos dois processos de 
descelularização não induziram citotoxicidade. Esses resultados corroboram com 
estudos anteriores nos quais válvulas cardíacas humanas e pericárdios bovinos 
descelularizados com solução de 0,1% de SDS, mesma concentração utilizada 
neste estudo, também não apresentaram citotoxicidade (Heuschkel et al. 2019; 
Vafaee et al. 2018).  
Neste trabalho, os experimentos de caracterização das próteses 
descelularizadas também incluíram a análise da MEC por meio de MEV e 
imunofluorescência. Os arcabouços naturais, assim como as próteses 
descelularizadas, apresentam semelhanças mecânicas e estruturais que garantem 
propriedades hemodinâmicas muito próximas às das válvulas originais (Scleicher et 
al. 2009). Além disso, concentram uma série de moléculas sinalizadoras capazes de 
afetar a adesão, proliferação e diferenciação celular (Akhyari et al. 2011). Nesse 
sentido, uma descelularização que permita a retenção de moléculas da matriz valvar 
pode garantir não só a preservação da macro e microestrutura tecidual, mas 
também assegurar a capacidade de repopulação do enxerto por células do receptor 
e o desempenho do mesmo após o transplante (Navarro et al. 2010). Os dados 
obtidos neste trabalho demonstram que a descelularização aplicada no grupo VPD-S 
provocou discretas alterações na matriz das cúspides valvares afetando a 
organização do colágeno e reduzindo o conteúdo de GAG. Por outro lado, quando o 
protocolo VPD-B foi utilizado, observamos a redução da marcação para todos os 
componentes de MEC analisados além de rupturas teciduais nos enxertos, 
sugerindo a perda de parte dessas moléculas causada pelo processo combinado. 
Sabe-se que o SDS pode desfazer o domínio helicoidal triplo do colágeno (Bodnar et 
al. 1986; Rieder et al. 2004) e implicar na perda de alguns componentes de matriz, 
especialmente GAG (Gilbert 2012; Steenberghe et al. 2018), corroborando com os 
achados no grupo VPD-S. Contudo, apesar de possivelmente desorganizar a 
estrutura colágena, o SDS não está associado com a perda de colágeno em tecidos 
descelularizados (Gilbert et al. 2006). Dessa forma, as alterações causadas na 




descelularizantes utilizados. Entretanto, não há dados reportando que soluções 
hipertônicas ou enzimas nucleases possam levar a perda de moléculas de matriz em 
processos de descelularização. Desse modo, é possível que a própria liberação de 
proteases durante o tratamento, que reconhecidamente podem levar a danos na 
estrutura da MEC (Boroumand et al. 2018), tenha causado esses efeitos. 
Um dos principais desafios para o desenvolvimento de uma VCET trata-se do 
estabelecimento e crescimento de uma população celular fisiologicamente 
apropriada nas cúspides valvares (Jana et al. 2016). Dentre as estratégias 
escolhidas para recelularização de arcabouços biológicos, grande parte dos estudos 
empregam CTMs (Lanuti et al. 2015; Roosens et al. 2017; Xie et al. 2017). De fato 
as CTMs apresentam inúmeras vantagens, tais como as possibilidades de serem 
isoladas de fonte autóloga e de regularem a resposta imune anti-doador (Podestà et 
al. 2019), além da capacidade de prolongar a sobrevivência de enxertos em modelos 
animais (Zhou et al. 2006). Adicionalmente, alguns dos estudos para o 
desenvolvimento de VCET foram dedicados a verificar a capacidade de 
diferenciação de CTMs em células interessantes para o microambiente valvar como 
células endoteliais (Lanuti et al. 2015) e VIC (Dai et al. 2019). Em nossos 
experimentos avaliamos a biocompatibilidade dos enxertos produzidos através do 
co-cultivo de fragmentos das cúspides com CTMs. Os dados obtidos revelam que 
ambos os enxertos são capazes de funcionar como um arcabouço para a adesão e 
proliferação de células-tronco. Porém, nos tecidos do grupo VPD-S observamos uma 
recelularização mais eficiente tanto em 7 quanto em 15 dias, sendo que nesse último 
período, a recelularização das cúspides do grupo VPD-S foi três vezes maior que a 
observada em VPD-B. 
 Além da repopulação, o remodelamento da MEC dos dois grupos mostrou-se 
possível, porém, compatível com os achados de recelularização, a síntese de 
colágeno ocorreu tardiamente em válvulas VPD-B. Considerando a importância das 
moléculas de matriz em influenciar o comportamento celular (Brizzi, Tarone, & 
Defilippi 2012; Fountoulaki & Dagres 2015), é provável que a recelularização e 
remodelamento menos eficiente observada em VPD-B estejam relacionados à 
redução da integridade da MEC causada pela descelularização. Concomitante a 
análise da recelularização por CTMs, fizemos a imunofluorescência para detecção 
de CD105. Nesse ensaio a marcação positiva para essa molécula foi vista 




o preparo dos tecidos recelularizados para imunomarcação apresentou-se um 
desafio. Devido ao tamanho diminuto dos arcabouços usados (3-4 mm²) as secções 
puderam ser realizadas até a espessura de 10 μm. Em tamanhos menores, os 
cortes se desprenderam facilmente da lâmina histológica. Desse modo, não ficou 
claro se a ausência de marcação para CD105 seria uma evidência de diferenciação 
celular ou uma possível limitação técnica relacionada à espessura do corte. 
Como mencionado anteriormente, a recelularização de VCET com células 
valvares pode fornecer informações a respeito da integridade da MEC após a 
descelularização e prever o comportamento dessas células após o implante. Neste 
trabalho, isolamos e caracterizamos células migradas da válvula mitral de um doador 
humano, para então aplicá-las na recelularização dos arcabouços produzidos. 
Inicialmente, a caracterização imunofenotípica realizada nas passagens dois e sete 
revelou que as células isoladas expressaram predominantemente marcadores de 
fibroblastos e CTMs. Esses achados são compatíveis com o esperado para VIC, 
uma vez que essas células são consideradas fibroblastos que conservam o potencial 
de diferenciação das CTMs (Chen et al. 2009; Olsson, Rosenqvist, & Nilsson 1994). 
Parte da população caracterizada, cerca de 3%, expressou ainda o marcador de 
células endoteliais CD31. Esse não é um dado inesperado, uma vez que nenhum 
tratamento para a remoção da camada de VEC dos explantes foi realizado antes do 
cultivo, portanto, essa marcação pode indicar uma pequena contaminação por VEC 
nas culturas de células da válvula mitral. Nos mesmos ensaios verificamos que parte 
da população isolada era composta de fibroblastos cardíacos (células DDR2+). 
Sendo que a presença dessas células na cultura aumentou de acordo com as 
passagens, de 4% para 15% ao final do cultivo. Curiosamente, não há dados 
anteriores avaliando a presença de células DDR2-positivas em populações isoladas 
de válvulas cardíacas. Nesse sentido, novos experimentos deverão ser conduzidos 
para determinar se os fibroblastos cardíacos também podem estar presentes nas 
cúspides valvares humanas ou se esse dado trata-se apenas de uma contaminação 
da cultura de explantes de válvula mitral com fragmentos de miocárdio.  
Estudos anteriores reportam que a expressão de alfa-SMA por VIC aumenta 
progressivamente de acordo com o número de passagens realizadas no cultivo 
celular (Latif et al. 2015; Pho et al. 2008). Entretanto, em nossos experimentos a 
expressão desse marcador manteve-se praticamente inalterada ao longo de sete 




que as células valvares isoladas neste trabalho foram cultivadas em meio MegaCell 
que, dentre outros fatores, contém FGF. Esse fator de crescimento é apontado como 
um dos reguladores negativos da transição da diferenciação espontânea de qVIC 
para aVIC, medida pelo aumento da expressão do alfa-SMA (Latif et al. 2015).  
Este mesmo meio de cultivo foi utilizado para a realização dos ensaios de 
recelularização com VIC em arcabouços descelularizados. Nesses experimentos a 
colonização obtida com VIC foi parcial e semelhante nos dois grupos e, ao final do 
experimento, apenas uma pequena parte dessas células apresentou o fenótipo 
ativado (alfa-SMA+). Esse conjunto de dados sugere que o contato direto de VIC 
com as matrizes acelulares não foi suficiente para induzir a transição de qVIC para 
aVIC em um meio contendo FGF.  Dado que aVIC tem maior capacidade 
proliferativa que qVIC (Rutkovskiy et al. 2017), é provável que se os arcabouços 
fossem capazes de induzir a transição para aVIC uma maior recelularização teria 
sido obtida ao final do ensaio. Em um estudo anterior, Hof e colaboradores (2016) 
realizaram o co-cultivo de VIC ovinas com cúspides descelularizadas, nesse ensaio 
os autores observaram apenas uma recelularização superficial ao final de sete dias. 
Além disso, outros achados também verificaram que CTMs e VIC são capazes de 
recelularizar cúspides porcinas, entretanto, tal como em nossos ensaios, a 
recelularização com CTMs foi mais eficiente (Roosens et al. 2017).   
Em resumo, o conjunto de evidências do presente estudo demonstra que 
ambos os protocolos de descelularização resultaram em próteses não tóxicas, com 
quantidades reduzidas de DNA, compatíveis com células humanas e com potencial 
de remodelamento. Uma redução no conteúdo de GAG foi observada no grupo VPD-
S, além de colágeno e elastina no grupo VPD-B. O protocolo combinado provou ser 
mais eficiente na remoção de DNA e fragmentos celulares, entretanto, os dados 
obtidos indicam que esses enxertos foram menos eficientemente recelularizados. 
Novos experimentos devem ser conduzidos a fim de determinar quantitativamente a 
perda de moléculas de matriz observada neste estudo, bem como, uma possível 
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Esse capítulo apresenta o artigo publicado na revista International Journal of 
Molecular Sciences que descreve o isolamento e caracterização de vesículas 
extracelulares derivadas de coração humano, bem como a análise do conteúdo 
proteico dessas vesículas e sua influência sobre a proliferação, adesão, migração e 
angiogênese de células-tronco mesenquimais e células endoteliais. O potencial das 
vesículas cardíacas em melhorar a recelularização de válvulas descelularizadas 
(VPD-S) também foi verificado.  
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Abstract: Extracellular vesicles (EVs) are particles released from different cell 
types and represent key components of paracrine secretion. Accumulating evidence 
supports the beneficial effects of EVs for tissue regeneration. In this study, discarded 
human heart tissues were used to isolate human heart-derived extracellular vesicles 
(hH-EVs). We used nanoparticle tracking analysis (NTA) and transmission electron 
microscopy (TEM) to physically characterize hH-EVs and mass spectrometry (MS) to 
profile the protein content in these particles. The MS analysis identified a total of 
1248 proteins. Gene ontology (GO) enrichment analysis in hH-EVs revealed the 
proteins involved in processes, such as the regulation of cell death and response to 
wounding. The potential of hH-EVs to induce proliferation, adhesion, angiogenesis 
and wound healing was investigated in vitro. Our findings demonstrate that hH-EVs 
have the potential to induce proliferation and angiogenesis in endothelial cells, 
improve wound healing and reduce mesenchymal stem-cell adhesion. Last, we 
showed that hH-EVs were able to significantly promote mesenchymal stem-cell 
recellularization of decellularized porcine heart valve leaflets. Altogether our data 
confirmed that hH-EVs modulate cellular processes, shedding light on the potential of 
these particles for tissue regeneration and for scaffold recellularization.  
 
Keywords: human heart; tissue explant; extracellular vesicle; heart valve; tissue 
engineering; recellularization; cardiac regions; mesenchymal stromal cells 
 
3.2 INTRODUCTION 
A wide variety of cell types, such as cardiomyocytes, endothelial cells, smooth 
muscle cells and cardiac resident stromal cells (CRSCs), such as fibroblasts and 
stem/progenitor cells, are found in the adult heart [1,2]. CRSCs have been isolated 
and characterized by the ex vivo culture of cardiac explants [3–5]. The conditioned 
media from cultured CRSCs exhibits cardioprotective and regenerative capabilities, 
being able to drive proliferation, cardiac differentiation and tube formation in 
endothelial cells [4]. Similarly, studies with cardiosphere-derived cells (CDCs) have 
also pointed out the beneficial effects on cardiac cells and heart function [6], CDCs 




injected into infarcted mice [7]. A key component of paracrine secretion is the 
heterogeneous population of small membranous particles, called extracellular 
vesicles (EVs), which are released by cells. According to their size and origin, EVs 
can be classified into exosomes, endocytic origin and diameter of 30-100 nm; 
microvesicles, plasma membrane budding origin and diameter of up to 1000 nm; or 
apoptotic bodies, cell fragments of irregular form and variable size of up to 5 μm [8]. 
EVs carry small bioactive molecules, such as lipids, DNA, RNA, miRNA and proteins 
[9]. Since they were first reported in 1964 [10], EVs have emerged as important 
components for intercellular communications under normal physiological and 
pathophysiological conditions [11,12]. 
 Indeed, the potential use of EVs as therapeutic components has gained 
considerable interest, particularly for driving renal and cardiac repair [13–15]. 
However, there have been few studies on the regenerative properties of the vesicles 
derived from whole intact cardiac tissue obtained from explant of all cardiac regions. 
Recently, mesenchymal stem cell-derived extracellular vesicles were used to induce 
cell migration and vascularization into the acellular bone matrix [16]. Acellular 
matrices are scaffolds produced for tissue-engineering approaches such as the 
decellularization process. In this context, decellularized heart valves (DHV) are 
prostheses widely used to treat diseases that depend on valve replacement. 
However, cell repopulation into valvular scaffolds is limited and may result in implant 
degeneration [17]. Intensive efforts have been made to produce an ideal graft that 
has the capability to grow, repair, and remodel during the growth of the living 
recipient [18,19]. 
 In the current study, human heart tissue discarded from a Brazilian valve bank 
was used to isolate human heart-derived extracellular vesicles (hH-EVs), which were 
characterized by nanoparticle tracking analysis (NTA) and proteomics. When 
assayed in vitro, hH-EVs have the potential to induce proliferation and angiogenesis 
in endothelial cells as well as stimulate “wound healing” and suppress the adhesion 
of human mesenchymal stromal/stem cells. Additionally, EVs could improve the 
recellularization of decellularized porcine heart valve leaflets with mesenchymal stem 
cells. Thus, hH-EVs have emerged as promising tools for scaffold functionalization 





3.3.1 Explant Characterization: Cells Derived from Different Heart Regions Are 
Similar and Heterogeneous 
The immunophenotypically characterization of migrating cell populations from 
human heart explant cultures (derived from at least two different donors) was 
performed to identify different cell lineages from distinct regions of the heart: left 
ventricular myocardium (LVM), left ventricular endocardium (LVE), right ventricular 
myocardium (RVM), right ventricular endocardium (RVE), right auricle myocardium 
(AUM), right auricle endocardium (AUE) and mitral valve leaflet (MTL). Surface 
markers associated with fibroblasts and mesenchymal stem cells (CD90, CD105, 
CD73), endothelial cells (CD31), smooth muscle cells or pericytes (CD146, CD140b), 
cardiac progenitor cells (CD117) and cardiac fibroblasts (DDR-2) were analyzed 
(Table 1). Cardiac-derived cells migrated from all heart regions studied were strongly 
positive for CD105 and CD73, with the percentage of positive cells being 
approximately 66% in LVM cells and over 90% in the other heart regions. On the 
other hand, CD90 was consistently expressed in less than 60% of the cell 
populations. CD140b-positive cells were more common in the myocardial population 
(avg = 73%) than in the endocardium or mitral leaflet (avg = 28%). All cellular content 
analyzed revealed a small percentage of putative progenitor (5.09%–24.95%) and 
endothelial (0.96%–3.16%) cells. DDR-2-positive cells and cardiac fibroblasts were 
also observed ranging from 4.98% (LVM) to 30.95% (LVE). The lack or low 
percentages of some cell surface markers do not necessarily indicate that these cells 
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3.3.2 Characterization and Prospective Functional Analysis of Human Heart-Derived 
Extracellular Vesicles (hH-EVs) 
To evaluate the size and concentration of EVs extracted from cardiac 
explants, the samples from each donor were individually examined using NTA. 
NanoSight analysis showed that samples are formed by a heterogeneous population 
composed of particles of 30 nm to 400 nm (Figure 1A) with a very similar distribution 
(Figure 1B). Electron microscopy of EVs revealed the presence of spherical particles 
with double membranes and compatible sizes, as observed in NTA (Figure 1A). 
To better characterize and shed light on the putative functions of hH-EVs, a 
mass spectrometry (MS) analysis of the gel fractioned-EV proteins of three heart 
donors was performed. A proteomic analysis was carried out with no distinction 
among heart regions, and EVs were obtained from heart explants mixed in equal 
amounts. To increase the confidence level of the proteomic analyses, we only 
considered proteins that had a False Discovery Rate (FDR) value ≤1% and were 
detected in at least two out of the three donors. The MS analysis identified a total of 
1248 proteins, among which 523 were common to all three samples and 887 were 
detected in at least two samples (Figure 2A). Thus, the protein content was 
qualitatively similar among samples. The extracellular vesicle origin of the sample 
was indirectly tested by determining the percentage of proteins identified in our study 
that are included in the Vesiclepedia database 
(http://www.microvesicles.org/index.html#). Surprisingly, 93% of the 887 proteins 
identified here and used for further analyses, are part of the protein list in the 
Vesiclepedia dataset.  
  LVE RVE AUE LVM RVM AUM MTL 
CD90 22 ± 8.3 17.15 ± 3.0 19.9 ± 6.0 27.1 ± 9.0 55.95 ± 4.5 31.2 ± 2.4 36.5 ± 20.4 
CD105 92.05 ± 7.3 91.90 ± 7.4 84.65 ± 13.2 65.75 ± 17.0 94.75 ± 2.9 98.4 ± 0.2 98.65 ± 1.3 
CD 73 97.7 ± 2.0 99.20 ± 0.3 91.15 ± 7.8 76.05 ± 23.4 95.4 ± 4.0 99.25 ± 0.5 97.6 ± 1.3 
CD146 3.93 ± 3.5 1.25 ± 1.1 1.21 ± 0.6 0.91 ± 0.6 2.67 ± 0.8 1.35 ± 0.1 1.56 ± 0.2 
CD140b 23.15 ± 10.5 32.80 ± 13.1 7.34 ± 1.0 53.60 ± 39.5 92.65 ± 1.1 67.05 ± 1.9 9.07 ± 1.9 
CD117 6.20 ± 1.8 8.10 ± 2.3 11.4 ± 7.9 11.15 ± 1.1 24.95 ± 19.6 8.28 ± 3.6 5.09 ± 2.3 
CD31 3.16 ± 1.4 2.13 ± 0.7 1.07 ± 0.4 1.71 ± 0.5 1.29 ± 0.3 0.96 ± 0.0 1.77 ± 0.1 































Paper hH-EVs Figure 1. Characterization of hH-EVs. (A) Representative graphics from nanoparticle 
tracking analysis (NTA) and transmission electron microscopy (TEM) images of extracellular vesicles 
derived from cardiac regions: left ventricular endocardium (LVE), left ventricular myocardium (LVM), 
right auricle endocardium (AUE), right auricle myocardium (AUM), right ventricular endocardium 
(RVE), right ventricular myocardium (RVM) and mitral valve leaflet (MTL). (B) Analysis of the size and 







The percentage of unique proteins in each sample was low, 5% for hHCM1, 
7% for hHCM2 and 23% for hHCM3. Since our proteomic study is not saturating, the 
absence of a protein does not indicate that it is not present in the sample. To 
determine the putative function of the proteins identified in the hH-EVs, we conducted 
a gene ontology (GO) analysis with the proteins identified in at least two samples 
using g:Profiler (Table S1) software and summarized the results using Revigo. 
Among the most significant biological process terms related to exocytosis, vesicle-
mediated transport, regulation of cell death, cell-substrate adhesion and response to 
wounding were identified (Figure 2B). Concerning molecular function, proteins 
involved in binding, GTPase activity, transporter activity and oxidoreductase activity 
were identified (Figure 2C).  
Finally, the proteomic analysis detected tetraspanins (CD81, CD9, CD63), 
heat-shock proteins (HSP-90) and other proteins enriched in exosomes. As a result, 
the major GO cellular component was extracellular exosome, followed by cytoplasm, 
vesicle and other terms such as coated membrane vesicles (Figure 2D). Altogether, 
these data suggest that our samples are highly enriched in EVs. Additionally, taking 
into account that the hH-EVs were obtained from discarded human heart material 
and that these vesicles exhibit a protein signature that might have interesting 
properties regarding tissue engineering and/or regenerative medicine, these 















Paper hH-EVs Figure 2. Protein identification and functional enrichment analysis of human 
heart-derived extracellular vesicles (hH-EVs). (A) Venn diagram of the proteins identified in three 
different samples. The diagram shows an overlap of the proteins that were common between the 
samples analyzed. (B–D) Gene ontology enrichment analysis summarized and visualized as a scatter 
plot using Revigo. The GO terms were ordered in relation to the p-value (x-axis) obtained from the GO 
term enrichment analysis and the frequency of GO terms in the Gene Ontology Annotation Database 
(y-axis). The Venn diagram was generated using Funrich software, and the GO analysis was 











3.3.3 hH-EVs stimulate directional cell migration and decrease the adhesion 
capabilities of ADSCs  
To determine whether hH-EVs could influence the adhesion of HUVECs 
(Human Umbilical Vein Endothelial Cells - Lonza Clonetics®, USA) and ADSCs 
(Human Adipose Derived Stem-Cells - Lonza Clonetics®, USA), we evaluated the 
number of cells adhered using high-content imaging system, and the cell adhesion 
period was established after standardization (Supplementary Figure 1). The results 
obtained with ADSCs showed an overall adhesion reduction induced by hH-EVs, but 
this reduction was significant only for LVE (Figure 3A). On the other hand, we did not 
observe any statistically significant difference in the number of attached HUVECs 
between the control groups (medium FBS-deprived) and the hH-EV groups (Figure 
3B). Similarly, we also evaluated the migration capacity of ADSCs and HUVECs 
influenced by hH-EVs. When the assay was performed with ADSCs, the amount of 
cells in the wound area after 24 h was significantly augmented with the addition of 
AUE-derived vesicles to the medium (Figure 4A and C). This assay did not reveal 
any significant differences in HUVEC migration capabilities induced by cardiac EVs 











Paper hH-EVs Figure 3. Influence of hH-EVs derived from cardiac regions on human adipose- 
derived stem cell (ADSC) and human umbilical vein endothelial cell (HUVEC) adhesion. 
Quantification of adhered (A) ADSCs and (B) HUVECs stimulated by hH-EVs. (C) Representative 
images of adhered cells after 20 min of treatment with extracellular vesicles derived from the left 























Paper hH-EVs Figure 4. Influence of hH-EVs derived from cardiac regions on ADSC and HUVEC 
wound healing. Quantitative analysis of the percentage of ADSCs in the scratched area after 24 h. 
(B) Percentage of wound closure by HUVECs after 24 h. (C) Representative images of wound healing 
stimulated by extracellular vesicles derived from the left ventricular endocardium (LVE) and the right 
auricle endocardium (AUM). Horizontal lines represent the initial scratched area (0 h), 4X 
magnification. *p<0,05.  
 
3.3.4 hH-EVs stimulate proliferation and the in vitro angiogenesis of HUVECs 
To evaluate the proliferation-promoting activity of hH-EVs, an assay was 
performed using EdU, a thymidine analog that was incorporated into the cells during 
24 h under EV stimulation. The results obtained showed that hH-EVs were not able 
to induce mesenchymal stem-cell proliferation (Figure 5A and C). On the other hand, 
all samples of EVs significantly induced the cell proliferation of HUVECs in vitro, 
except for the LVE sample (Figure 5B and C). Considering the endothelial cell 
proliferation induced by hH-EVs, we performed an in vitro assay to verify the 
angiogenic potential of cardiac EVs on HUVECs. Our results showed that hH-EVs 
derived from all heart regions were able to significantly induce tube-like structures 
after 6 h of culture on the Matrigel layer compared with the control medium without 




quality consistent with the gold standard control (5% FBS). During the time course of 
the experiment, tube-like structures decreased. However, after 12 h, the number of 
meshes induced by LVE, AUE, RVE, RVM and MTL extracellular vesicles was 
significantly higher than the control (Figure 6B). Although after 24 h, the number of 
capillary-like networks stimulated by hH-EVs remained higher than that stimulated by 
the control, and the differences were not statistically significant (Figure 6C).        
 
 
Paper hH-EVs Figure 5. Influence of hH-EVs derived from cardiac regions on ADSC and HUVEC 
proliferation. Analysis of the percentage of EdU+ (A) ADSCs and (B) HUVECs cells after 24 h. (C) 
Representative images of EdU+ cells (red) stimulated by extracellular vesicles derived from right 













Paper hH-EVs Figure 6. In vitro angiogenesis assay of HUVECs cultured for 24 h on a Matrigel 
layer under the influence of hH-EVs derived from cardiac regions. Representative images and 
analysis of the number of meshes formed after 6 h (A), 12 h (B) and 24 h (C). *p <0,05 vs Control; **p 
<0,01 vs Control; ***p <0,001 vs Control. 
 
3.3.5 Effect of LVE-EVs on leaflet scaffold recellularization 
Before the valve scaffold recellularization experiments, we confirmed whether 
the leaflets were satisfactorily decellularized through the optical evaluation of nuclei 
presence/absence by using bright field and fluorescence microscopy (Supplementary 
Figure 2). No nuclei were observed in any of the leaflet scaffolds used in our study. 
When ADSCs were cultured under standard conditions, after 24 h of cell-scaffold 
interactions, a layer of cells was found attached to the scaffold surface. However, 
when scaffolds were previously functionalized with LVE-EVs, a significant reduction 
in the number of cells adhered to the scaffold surface was observed (Figure 7A; 
Supplementary Figure 3). Considering the observed effects of hH-EVs on ADSC 
migration on plastic plates (Figure 4), we wondered whether hH-EVs could potentiate 




adhered. To this end, unfunctionalized scaffolds were transferred to a low-binding 
plate and cultured with 10 μg/ml of LVE-EVs. Interestingly, after 3 and 7 days of 
culture, the ADSCs under EV stimulation were able to colonize the leaflet scaffolds 




Paper hH-EVs Figure 7. Extracellular vesicles derived from LVE affect scaffold recellularization. 
(A) Representative images and analysis of the number of cells/area of fragments previously coated 
with 10 _g/Ml LVE-EVs and cultivated with ADSCs for 24 h. (B) Representative images and analysis of 
the number of cells/area of fragments cultivated with ADSCs for 24 h and then stimulated with 10 









In the present study we used human cardiac tissues explanted from cadaveric 
donors to isolate EVs. This material, which would be discarded, can be an interesting 
tool for understanding paracrine signaling in the heart and examining a putative 
agent in cell-free therapy approaches. Whereas the majority of studies involving 
cardiac-derived EVs were performed with isolated cells, we focused on the study of 
EVs derived from heart fragments that contain a complex network of cells. 
The human heart comprises of four distinct chambers (two atria and two 
ventricles) arranged in three layers: pericardium, myocardium and endocardium [20]. 
A number of animal and human studies have been conducted to estimate the 
abundance of cardiac resident cells [2], [21], [22]. Currently, the most abundant cell 
types in mammalian hearts are cardiomyocytes (25-35%) [21], fibroblasts (< 20%) 
and endothelial cells, which were recently identified as the most frequent cell type in 
mice hearts (60%) [2]. In previous studies, we demonstrated that CRSCs isolated by 
explant tissue culture consist of a heterogeneous population with the characteristics 
and differentiation potential of mesenchymal stem cells (MSCs) [4]. Here, we 
separated the heart layers and chambers to obtain explant characterizations for each 
cardiac region. Phenotypic profiling indicated that the cells that migrated from 
explants are a heterogeneous population that was mostly similar between the cardiac 
regions studied. The majority of cells were strongly positive for fibroblasts and 
mesenchymal stem cells and few cells were positive for endothelial and progenitor 
markers. This findings is in accordance with studies that isolate cardiac cells for 
cardiospheres culture and expansion [23]. Additionally, CD140b-positive cells 
seemed to be more abundant in the outgrown population of myocardium than 
endocardium samples. It is important to reinforce that the immunophenotypic 
characterization was performed on the migrating cell population from the human 
heart explants and not necessarily reflects the cell content of these explants. 
Currently, many efforts have been directed towards the study of cardiac-
derived extracellular vesicles. Previous studies have been characterized the particles 
released by cardiomyocytes [24], [25], cardiac-derived progenitor cells [26], [27] and 
also cardiac cells derived from induced pluripotent stem cells (iPS) [28]. In the 
present study, for the first time, the EVs released from explanted human cardiac 




types present in each cardiac explanted tissue region, not from isolated cardiac cells. 
Nanoparticle tracking analysis and transmission electron microscopy collectively 
revealed that the purified hH-EVs are a heterogeneous population with a wide size 
range suggesting the presence of both exosomal and non-exosomal EVs. 
Furthermore, the hH-EVs showed similar sizes and distributions between cardiac 
samples. The mechanical disruption to obtain the explant and the culture might 
produce cellular debris and apoptotic bodies; however, most of them would be 
filtered out during our experiment. Thus, we believed that our hH-EVs preparations 
contain little to no contamination.  
To further study the putative functions of the hH-EVs, a proteomic analysis 
was performed. We identified a total of 1248 proteins of which 887 were shared 
between at least two samples. Not surprisingly, the functional enrichment analysis 
revealed that most of the proteins were related to exosomes and vesicles. 
Consistently, major biological process GO terms were associated with exocytosis and 
vesicle-mediated transport. In addition, terms such as regulation of cell death, cell-
substrate adhesion and response to wounding were found and may help to explain 
some effects observed in functional experiments. In fact, in assays conducted with 
stem cells, the AUE-derived EVs promote  significant augmentation in ADSC “wound 
healing”, also, the cell migration appeared to be facilitated, although not significantly, 
by LVE and LVM EV samples. These results are consistent with previous findings in 
which cardiac progenitor cell (CPC)-derived EVs reduce scarring after the induction 
of myocardial infarction in rats [26]. Furthermore, some proteins involved in cell 
migration, such as CD47 [29], ITGA1 [30] and ILK [31] were identified in hH-EVs 
through mass spectrometry analysis (Table S1). On the other hand, an overall 
adhesion reduction was observed in cultures of ADSCs supplemented with hH-EVs; 
however, the significant impairment in ADSC adhesion was only observed with EVs 
from LVE samples. 
The effect of hH-EVs in reducing ADSC adhesion was an unexpected finding 
since the proteomic analysis revealed several cell-adhesion related proteins in hH-
EVs as integrins and cadherins, among others (ITGA1, ITGA5, ITGB1, ILK, VTN, 
CDH13 and CTNNB1). However, it was recently demonstrated that endothelial-
derived EVs can attenuate monocyte adhesion to HUVECs by negative regulation of 




to the microRNA (miR)-222 transference. Thus, further analysis like hH-EVs RNA 
sequencing would be necessary to elucidate this apparently controversial result.   
In contrast, the hH-EVs did not affect the adhesion and wound healing 
capabilities of endothelial cells. However, after 24 h of treatment, hH-EVs induced 
significant HUVEC proliferation compared to control. Additionally, a time course 
experiment was performed to determine the hH-EV potential to induce tube-like 
structures. The angiogenic potential was notorious in all EVs samples, and the 
quality of tube structures was observed to be similar to the gold standard condition. 
Interestingly, hH-EVs isolated from the endocardium appeared to be more efficient in 
sustaining tube-like structures. Previous studies have demonstrated that exosomes 
released by H9C2 cardiomyoblasts were able to induce proliferation and stimulate 
angiogenesis in HUVECs [34]. Indeed, angiogenesis appears to be modulated by 
EVs derived from different cell types, depending on the EV content and surface 
molecule expression [35]. Although we did not found any GO terms associated with 
angiogenesis, the protein β1 integrin was identified in hH-EVs (Table S1). This 
molecule was previously reported as a mediator of the proangiogenic effect caused 
by HUVEC-derived EVs [36]. In addition, other mechanisms are involved in 
angiogenesis induced by EVs, such as microRNAs and lipid transference [35] which 
could not be evaluated in this study. It is also worth to mention that studying the 
effects of hH-EVs on ADSC and HUVEC not necessarily represent the precise 
physiological targets of hH-EVs  
These findings prompted us to verify a putative application for hH-EVs. Tissue 
engineering is constantly innovating to produce scaffolds for many applications [37]–
[39]. A technique widely under investigation is cell-free scaffold production. In this 
study, we used a previously standardized methodology [40], [41] to generate 
decellularized porcine heart valves. Subsequently, the leaflets were removed and 
repopulated with ADSCs. Although DHVs show promising results for valve 
replacement, the clinical application of these scaffolds remains a challenge because 
of the limited cell repopulation into the decellularized natural matrix [17]. One strategy 
to facilitate cell recruitment into the DHV is the use of bioactive molecules [42]–[44]. 
Complete recellularization of the acellular scaffold is highly desirable because it can 
modulate the host response to transplanted tissue [45] and inhibit tissue calcification 
[46]. In our experiments, LVE-EVs were used as bioactive molecules in ADSC 




valve matrix, corroborating the results of functional assays. However, when LVE-EVs 
were used to stimulate ADSC repopulation after cell adhesion on the leaflet surface, 
a significant increase in recellularization was observed, probably by allowing a higher 
rate of cell interiorization into the leaflet scaffolds. Unfortunately, because of the 
limited availability of hH-EVs, we could not test all samples in scaffold repopulation or 
diversify the concentrations tested. Therefore, some issues remain to be addressed. 
For instance, the proangiogenic potential of hH-EVs can be interesting to promote 
the formation of vascular structures, which is critical for many tissue engineering 
strategies. 
In conclusion, we have demonstrated that hH-EVs comprise both exosomal 
and non-exosomal particles that contain a set of proteins advantageous for tissue 
regeneration approaches. In this study we use a post-fabrication approach to 
improve the functionality of DHV trough the delivery of a biological agent (hH-EVs) 
obtained from a material discharged of the preparation of human heart valves. hH-
EVs were able to modulate proliferation, wound healing, adhesion and angiogenesis 
differently depending on the cell type. The beneficial effects of hH-EVs have shed 
light on the regenerative properties of these particles and their applicability for 
scaffold modification. 
 
3.5 MATERIALS AND METHODS 
3.5.1 Ethics Statements 
The cardiac tissues used in this study were harvested from 8 human cadaveric 
donors at the Human Tissue Bank (PUCPR, Paraná, Brazil). The tissues were found 
to be unsuitable for therapeutic use and were discarded after heart valve dissection. 
According to the current Brazilian legislation (Ordinance nº 2048, Section XI of 
transplants, Clause 478), this material was approved for scientific research purposes. 
This study was conducted in accordance with the Declaration of Helsinki. For 
experiments using porcine heart valves, the tissues were obtained from a local 
slaughterhouse (FrigoKeller LTDA—Paraná, Brazil). All procedures were performed 
after approval by the Human and Animal Ethics Committees of Pontifical Catholic 




3.5.2 The Culture and Characterization of the Explants  
For tissue explant cultures, human cardiac fragments of the right auricle, right 
ventricle, left ventricle and mitral valve leaflet were obtained from cadaveric donors. 
Initially, the endocardial tissue was released from the myocardium of auricle and 
ventricle fragments. Next, the specimens were processed separately in samples from 
the left ventricular myocardium and endocardium (LVM, LVE), the right ventricular 
myocardium and endocardium (RVM, RVE), the right auricle myocardium and 
endocardium (AUM, AUE) and the mitral valve leaflet (MTL).  
After separation, the tissues were manually minced into 1–2 mm3 fragments 
as previously described [3]. Briefly, the explants were adhered to flasks coated with 
collagen film (Sigma, Ronkonkoma, NY, USA) and cultured in rich medium to allow 
growth of a wide variety of cell types. MegaCell™ (Sigma, USA) medium was 
supplemented with 5% fetal bovine serum (Gibco™ Invitrogen Corporation, Big 
Cabin, OK, USA), 2 mM L-glutamine (GibcoTM Invitrogen Corporation, USA), 5 
ng/mL basic fibroblast growth factor, 0.1 mM β-mercaptoethanol, 1% nonessential 
amino acids, 100 IU/mL penicillin and 0.1 mg/mL streptomycin (Sigma, USA), at 37 
ºC and 5% CO2. Then, cells that migrated from the fragments were dissociated using 
0.25% trypsin-EDTA and replated at a density of 0.2–0.5 x 104 cells/cm2.  
To characterize the explants obtained from different heart regions, migrated 
and cultured cells at passages 2–3 were immunophenotypically characterized by flow 
cytometry with fluorochrome-conjugated antibodies against the following human 
proteins: CD90 (1:20), CD105, CD73, CD31 (1:50), CD117 (1:20) (eBioscience, San 
Diego, CA, USA), CD140b, CD146 (1:50) (BD Biosciences, San Jose, CA, USA), and 
DDR-2 (1:50, Abcam, Cambridge, UK).Mouse isotype IgG1 antibodies for each 
fluorochrome were used as controls (BD Biosciences). The data were acquired with a 
FACSCanto II flowcytometer (BD Biosciences) and analyzed by FlowJo software 
version 10.0.8r1 (http://www.flowjo.com/). 
3.5.3 Isolation of Heart-Derived Extracellular Vesicles 
To isolate human heart-derived extracellular vesicles (hH-EVs) the tissues 
were processed as described for the explant characterization (Section 4.2) (Figure 




CO2 in 5 mL of Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM) supplemented with 100 
U/mL penicillin, 0.1 mg/mL streptomycin and 10% fetal bovine serum depleted of 
vesicles (dFBS). The dFBS was obtained from the supernatant of FBS 
ultracentrifuged under the same conditions used for the isolation of vesicles to avoid 















Paper hH-EVs Figure 8. Isolation of heart-derived extracellular vesicles. Human cardiac 
fragments of right auricle (AU), right ventricle (RV), left ventricle (LV) and mitral valve (MV) were 
obtained from cadaveric donors. Endocardial (E) and myocardial (M) tissues of AU, RV, LV were 
separated before culture. The samples were dissociated in fragments of 3 mm2 and culture for human 
heart-derived extracellular vesicles (hH-EVs) and cardiac cells isolation. 
 
 
After 24 h of cardiac tissue incubation, the culture supernatants were 
collected, filtered on a 40 μm porosity cell strainer and centrifuged two times at 700 
xg for 5 min and 4.000 xg for 20 min followed by 0.22 μm membrane filtration. The 
supernatants were ultracentrifuged for 1 h and 20 min at 100.000 xg and the pellets 
were resuspended in PBS and stored at 4°C. This procedure of supernatant 
collection/storage at 4°C was followed by culture medium (supplemented with dFBS) 
replacement to ensure three consecutive isolations of hH-EVs. After the third day of 
EV collection, all obtained samples were submitted to ultracentrifugation at 100.000 
xg for 2 h. Finally, the purified hH-EVs were resuspended in small volumes of PBS 
and the protein concentration of the samples was determined using a Qubit® 
fluorometer (Life Technologies™, Invitrogen, NY, USA). The hH-EV samples were 




Equal amounts of the isolated hH-EV samples derived from at least 3 donors 
were mixed into pools according to the seven heart tissue regions evaluated (LVM, 
LVE, RVM, RVE, AUM, AUE, MTL; Table 2). The pools were concentrated by 
centrifugal filters (Amicon® Ultra – 0.5 ml 30 K, Millipore, Ireland) at 0.5 μg/μl and 




Paper hH-EVs Tabel 2 Clinical information about the heart donors and the hH-EV pool construction. 
 
Subject Gender Age Weight  Race  LVM LVE RVM RVE AUM AUE MTL 
A M 48 67 White  +  +  +  + 
C M 51 80 Black   +  +  +  +  +  + 
D F 50 60 Black   +  +  +  + 
E M 19 60 Mix of Races  +  +  + 
F M 42 115 White  +  +  + 
G F 56 56 Mix of Races    +    +    +     
 
 
3.5.4 hH-EV characterization by Nano Tracking Analysis, Transmission Electron 
Microscopy and Mass spectrometry analysis. 
 
The physical characterization of hH-EVs was conducted using NTA and 
Transmission Electron Microscopy (TEM). To record data on hH-EV concentration 
and size, samples derived from each cardiac region were diluted 20-fold in PBS and 
analyzed using NanoSight LM10 (NanoSight Ltd., UK) and NTA 3.6 analytic 
software. The TEM analysis was performed by loading 15 μg of hH-EVs onto 300-
mesh nickel/formvar-coated grids (Electron Microscopy Science, Washington, USA) 
for 1 h. After that, the grids were fixed with 4% paraformaldehyde (Electron 
Microscopy Science) and postfixed in 2.5% glutaraldehyde (Sigma-Aldrich, St. Louis, 
MO, USA) plus 0.1 M cacodylate for 10 min each. The grids with hH-EVs were 
washed with ultra-pure water and stained for contrasts using 2% uranyl acetate for 
10 min. The grids containing samples were analyzed on a transmission JEOL JEM-
1200 EX II electron microscope (JEOL Ltd., Tokyo, Japan) (Electron Microscopy 
facility, Instituto Carlos Chagas) operating at an acceleration voltage of 80 kV.  
To disclose the general protein composition present in the hH-EVs, explants 




same conditions as described above. Samples from three different donors were 
obtained. The hH-EV isolation was conducted as described in section 2.3. Then, the 
proteomic analysis was carried out with 30 μg of hH-EVs per donor as previously 
described by our group [47]. 
3.5.5 ADSC and HUVEC cultures 
For the assessment of hH-EVs function in cell signaling in vitro, two different 
cell lineages were used: ADSCs maintained in DMEM supplemented with 100 U/ml 
penicillin, 0.1 mg/ml streptomycin and 10% FBS, and HUVECs cultured in 
Endothelial Cell Growth Medium (EBM-2) supplemented with hydrocortisone, hFGF, 
VEGF, IGF, ascorbic acid, hEGF, 30 mg/mL gentamicin and 15 μg/mL amphotericin. 
All cell cultures for the different in vitro assays were maintained at 37°C and 5% CO2. 
3.5.6 Cell proliferation assay 
To evaluate the potential of hH-EVs to induce ADSC and HUVEC proliferation, 
the cells were seeded at 5x103 cells/well, onto 96-well plates in 50 μl of DMEM or 
EBM-2 deprived of FBS. After 24 h, the medium was removed, and 10 μg/ml hH-EVs 
and 5 μM EdU diluted in 50 μl of medium deprived of FBS were added to the wells for 
24 h. EdU (5-ethynyl-2′-deoxyuridine) incorporation into DNA synthesized over 24 h 
was detected with the Click-iT® EdU Alexa Fluor® 594 Imaging Kit (Thermo Fischer, 
USA), according to the manufacturer’s instructions. In order to quantify the cell 
proliferation, 3 pictures of each well (10X magnification) were recorded using 
DMI6000B microscope (Leyca Microsystems, Wetzlar, Germany), and the 
percentage of cells positively labeled for EdU was analyzed by NIH ImageJ software 
v. 1.45s (National Institute of Health, USA). Before the cell proliferation, adhesion, 
scratch-wound and in vitro angiogenesis experiments, the cells were synchronized by 
24-hour serum starvation. Control conditions were evaluated using medium deprived 
of FBS. 
3.5.7 Cell adhesion assay 
To evaluate whether hH-EVs could affect cellular adhesion, suspensions 




incubated for 20 min at 37°C and 5% CO2. Immediately thereafter, the plates were 
subjected to 100 rpm agitation to promote nonadherent cell removal. The remaining 
cells were fixed with 4% paraformaldehyde and stained with 0.05 μl/mL DAPI (4’,6- 
diamidino-2-phenylindole). The quantification of the adhered cells was performed by 
an Operetta HTS imaging system (PerkinElmer, Waltham MA, USA) at 10X 
magnification with 9 fields of view.  
3.5.8 Scratch wound-assay 
The effect of hH-EVs on ADSC and HUVEC migration was measured by 
scratch wound assay. The cells were cultured in 96-well plates until confluence. 
Subsequently, a single scratch was created on the monolayer using a p200 
micropipette tip. Next, the cells were washed two times with BSS-CMF and then 50 μl 
of medium containing 10 μg/ml hH-EVs was dispensed above the cultures. After 24 
h, the cells were stained with crystal violet. For HUVECs, the percentage of wound 
closure Scratch wound-assay was calculated by comparing the scratched area at 24 
h with the initial scratched area (0 h). On the other hand, because the ADSCs spread 
throughout the scratch area, it was difficult to quantify the area that remained opened 
after migration. Thus, wound closure was calculated by comparing the number of 
cells at and out of the scratched area (100% closure) at 0 h and after 24 h. 
Quantitative analysis was performed with pictures (4X magnification) acquired using 
GmbH 37081 microsope (Carl Zeiss MicroImaging, Gottingen, Germany) and 
analyzed with NIH ImageJ software v. 1.45s (National Institute of Health, USA).  
3.5.9 In vitro angiogenesis assay  
To evaluate the potential of hH-EVs to generate tubule-like structures in vitro, 
2x104 HUVECs were plated in the wells of Matrigel®-coated 96-well plates (Matrix 
Basement Membrane, New York, USA). The cells were cultured in 50 μl of EBM 
medium deprived of FBS and supplemented with 10 μg/ml of hH-EVs. The progress 
of capillary-like formation was recorded using GmbH 37081 microscope (Carl Zeiss 
MicroImaging, Gottingen, Germany). Each well was photographed (4X magnification) 
to register the entire network at 6, 12 and 24 h after plating. The number of meshes 




3.5.10 Decellularization of porcine heart valves  
Three porcine hearts (Sus domesticus) were obtained from a slaughterhouse, 
decontaminated in antibiotic solution (RPMI, streptomycin 1 mg/ml, penicillin 1 mg/ml, 
amphotericin 1 mg/ml) at 4°C for 24 h and used for pulmonary valve dissection. The 
isolated valves were decellularized using 0.1% SDS and 0.02% EDTA solution for 24 
h, as described previously (Costa et al. 2007a). To confirm the decellularization 
process, the valve leaflets were removed, fixed in 4% paraformaldehyde, embedded 
in paraffin and stained with 0.05 μl/mL DAPI or H&E (Hematoxylin-Eosin). 
3.5.11 In vitro porcine valve leaflet scaffold recellularization  
Decellularized leaflets were cut into 3 mm² fragments. To investigate the 
effects of hH-EVs on cell adhesion to the scaffold, EVs isolated from the left 
ventricular endocardium (LVE-EVs) were used. First, the fragments were coated with 
30 μl of DMEM containing 10 μg/ml of LVE-EVs. Then, the scaffolds were maintained 
in hanging drop plates (Nunclon™∆ Surface, NUNC, Denmark) for 2 h at 37°C. Then, 
the plates were inverted and incubated for additional 2 h under the same conditions. 
This step was established to allow the interaction between LVE-EVs and the 
scaffolds. Next, the functionalized leaflet scaffolds were incubated with 30 μl of 5x104 
ADSC at 37°C and 5% CO2. The 3D cultures were maintained in hanging drop plates 
for 24 h and then processed to measure cell adhesion as described below. 
To predict the effects of LVE-EVs after ADSC adhesion, we conducted an 
experiment with unfunctionalized leaflet scaffolds. The fragments were prepared as 
described previously (30 μl of DMEM, 37°C, 4 h) but without LVE-EVs. Subsequently, 
the leaflet scaffolds were cultured with 5x104 ADSCs in 30 μl of DMEM at 37°C and 
5% CO2 and maintained in hanging drop plates for 24 h. Next, the fragments were 
transferred to ultralow attachment 6-well plates, and 10 μg/ml of LVE-EVs were 
added to each well. After 3 and 7 days of culture, the samples were collected, fixed in 
4% PFA and embedded in Tissue Tek O.C.T. compound.  
The samples were sectioned into 15 μm slices and stained with DAPI. The 
histological preparations were photographed (10X magnification) to register the entire 




each slice was quantified manually, and the area of fragment was defined using NIH 
ImageJ software v. 1.45s.     
3.5.12 Statistical analysis  
The experimental procedures were analyzed for statistical significance with 
GraphPad PRISM 6.0 software (GraphPad Software), using Student’s t-test or one-
way analysis of variance (ANOVA), followed by Dunnett’s multiple comparisons. The 
differences between means were considered significant if p≤0.05. The results are 
expressed as the means ± standard error of the mean (SEM). 
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Paper hH-EVs. Figure S2. Analysis of the efficiency of decellularization. Representative images from 
native leaflets stained with DAPI (A) and H&E (C) and decellularized leaflets stained with DAPI (B) 







Paper hH-EVs. Figure S3. Representative images of recellularized fragments previously coated with 
10 μg/ml LVE-EVs and cultivated with ADSCs for 24h; and recellularized fragments cultivated with 





















Paper hH-EVs. Figure S4. Representative graphic from NTA images of FBS and dFBS. The dFBS 
was obtained from the supernatant of FBS ultracentrifuged at 100,000 g for 20 hours. The samples 
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4 DISCUSSÃO GERAL 
A perda de partes de um tecido ou de um órgão inteiro permanece um desafio 
evidente para a medicina regenerativa, não só do ponto de vista da complexidade 
desse problema de saúde, como também da reconhecida escassez do que poderia 
significar a solução para esses pacientes: a doação de órgãos. Atualmente, a falta 
de órgãos disponíveis é o fator limitante que impede o transplante bem sucedido de 
milhares de pacientes ao redor do mundo (Cooper et al. 2018). De acordo com a 
Associação Brasileira de Transplante de Órgãos (ABTO), de Janeiro a Março de 
2019, além da queda na taxa de aproveitamento de órgãos doados, houve também 
queda na taxa de doadores efetivos. O índice de transplante hepático, por exemplo, 
apresentou a primeira queda em dez anos.    
Diante das necessidades apresentadas, muitos esforços científicos foram 
direcionados ao progresso da área de engenharia de tecidos, que tem por objetivo o 
desenvolvimento de substitutos para manutenção, reconstrução ou regeneração de 
órgãos ou tecidos (Khademhosseini & Langer 2016). Nesse contexto, a utilização de 
tecidos animais (xenoenxertos) pode representar uma fonte potencialmente ilimitada 
para o desenvolvimento de órgãos e outros tecidos substitutos viáveis e funcionais 
(Naso & Gandaglia 2018). No caso do tratamento de valvopatias, os 
xenotransplantes já são uma alternativa terapêutica viável (Aristizabal et al. 2017). 
Estão disponíveis comercialmente, por exemplo, as próteses sem estente (stentless) 
Freestyle™Medtronic e Edwards Prima Plus®. Entretanto, assim como outros tipos 
de tecidos xenogênicos utilizados em humanos, as próteses valvares disponíveis 
para uso clínico são fixadas com glutaraldeído, utilizado para mascarar antígenos 
como alfa-Gal, esterilizar o tecido e torná-lo resistente a degeneração. Em 2006, 
Dohmen e colaboradores propuseram o desenvolvimento de uma válvula cardíaca 
porcina livre de glutaraldeído com potencial de remodelação, regeneração e 
crescimento com o receptor. A partir de então, o desenvolvimento de próteses 
valvares atingiu outro nível, não era apenas necessário obter um substituto que 
funcionasse mecanicamente, mas que também formasse um tecido vivo. 
Nesse contexto, a tecnologia de descelularização tecidual emergiu como uma 
nova abordagem para superar a rejeição hiperaguda e o risco de transmissão de 
zoonoses, potencialmente causados pelos xenoenxertos, e assim permitir a 




al. 2011). Em 2011, Orlando e colaboradores, propuseram o termo semi-
xenotransplante para designar a ação de transplantar um arcabouço descelularizado 
animal em um paciente humano. Teoricamente, o uso desses arcabouços pode 
combinar a disponibilidade e reprodutibilidade dos tecidos animais, com a 
biocompatibilidade e funcionalidade dos aloenxertos (Salvatori et al. 2015). 
No primeiro capítulo deste estudo, comparamos a eficiência de duas 
metodologias de descelularização aplicadas em válvulas cardíacas porcinas e 
avaliamos a biocompatibilidade das próteses produzidas utilizando células humanas. 
Como mencionado anteriormente, Crapo e colaboradores estabeleceram em 2011 
os critérios mínimos para a descelularização tecidual. Apesar disso, nos anos 
seguintes muitos materiais virtualmente descelularizados, mas que não foram 
completamente caracterizados passaram a ser utilizados clinicamente (Kawecki et 
al. 2018). Com o interesse clínico por tecidos acelulares crescendo, Kawecki e 
colaboradores (2018) sugeriram novos critérios para o controle de qualidade das 
matrizes biológicas produzidas. Desse modo, esses autores propuseram que além 
dos critérios estabelecidos por Crapo, outras propriedades deveriam ser avaliadas, 
sendo elas: ausência de compartimentos de membrana intracelular (ex. 
mitocôndria); ausência de elementos de membrana celular; presença de elementos 
de MEC não removidos e não danificados, e ausência de citotoxicidade. Ao longo 
deste trabalho, ficou evidente a dificuldade de se obter uma válvula cardíaca 
descelularizada que atenda a todos esses critérios. Os protocolos aplicados 
resultaram em próteses não citotóxicas, com quantidades reduzidas de DNA, 
compatíveis com CTMs e VIC, e com potencial de remodelamento. Entretanto, a 
avaliação do desempenho das próteses descelularizadas VPD-B e VPD-S em um 
organismo vivo permanece em aberto. Nesse tipo de experimento seria possível 
avaliar comparativamente a hemodinâmica das próteses, eventuais respostas 
imunogênicas e de calcificação, além de remodelamento e recelularização por 
células do hospedeiro da prótese.  
De fato, a repopulação da matriz descelularizada pode modular a resposta do 
receptor ao tecido transplantado (Namiri, Ashtiani, et al. 2017). Entretanto, uma 
recelularização autóloga e completa de válvulas descelularizadas ainda não foi 
possível. Nesse sentido, uma série de investigações tem utilizado biomoléculas ou 
condicionamento químico para melhorar a recelularização após o implante (revisado 




primeira vez, que o uso de vesículas extracelulares de origem cardíaca (hH-EVs) 
pode favorecer a repopulação de válvulas descelularizadas. Antes de aplicá-las no 
co-cultivo in vitro, avaliamos a capacidade das hH-EVs na modulação da migração, 
proliferação, adesão e angiogênese  de CTMs e células endoteliais. Nós 
observamos, através de análise proteômica, que o conjunto de proteínas 
encontradas em hH-EVs pode exibir propriedades regenerativas. Em etapas 
posteriores, testaremos a habilidade das hH-EVs em melhorar a recelularização de 
arcabouços VPD-B. Desse modo, será possível determinar se essas vesículas são 
capazes de melhorar significativamente a repopulação de um arcabouço de matriz 
mais alterada e até mesmo levar a recelularização de VPD-B aos mesmos níveis da 
obtida em VPD-S.  
De acordo com as Diretrizes Básicas para Captação e Retirada de Múltiplos 
Órgãos e Tecidos da ABTO, a captação de válvulas cardíacas de doadores 
cadavéricos é realizada após esgotadas todas as possibilidades de transplante do 
coração inteiro. Considerando que o tempo de isquemia máximo para o transplante 
de coração é de 4 horas, as válvulas, assim como outros tecidos, são captadas de 
doadores com parada cardíaca não recente (até 6 horas). Em nossos experimentos, 
fizemos o isolamento de hH-EVs a partir de tecido descartado da dissecção de 
válvulas cardíacas. Considerando os resultados obtidos, podemos sugerir que 
subprodutos da doação de tecidos, como as VEs, podem também ser aproveitados 
após a captação e tem potencial para auxiliar na regeneração do tecido implantado.  
 Apesar das limitações encontradas, com os dados gerados no presente 
trabalho acreditamos ter contribuído para o desenvolvimento de novas estratégias 
que auxiliem o progresso e a superação dos desafios atuais na área de engenharia 
de tecidos.   












A descelularização aplicada no grupo VPD-S produziu enxertos com cúspides 
e condutos acelulares e diminui significativamente a quantidade de DNA presente 
nos tecidos em menos 42% no conduto e 37,29% no músculo. Entretanto, 
fragmentos de DNA acima de 300 pb foram observados em todas as amostras. Além 
disso, o processo reduziu o conteúdo de GAG nas cúspides, mas não alterou as 
demais moléculas de MEC avaliadas. 
O processo de descelularização aplicado no grupo VPD-B resultou em 
enxertos completamente acelulares, com menos de 10% de DNA remanescente e 
altamente fragmentado (menos de 123 pb). Entretanto, colágeno, elastina e GAG 
parecem ter sido parcialmente removidos ou alterados após o processo.   
Após ambos os protocolos, os tecidos apresentaram remanescentes celulares 
como vimentina e alfa-Gal. Enquanto o alfa-Gal foi presente apenas no músculo dos 
enxertos VPD-S e VPD-B, resíduos de vimentina foram observados nos condutos e 
músculos de VDP-S e VPD-B. 
Ambos os protocolos de descelularização resultaram em próteses que não 
apresentaram citotoxicidade avaliada por meio dos testes recomendados pela ISO 
10993/5. 
As válvulas VPD-S e VPD-B foram compatíveis com CTMs e VIC. Porém, as 
cúspides do grupo VPD-S foram recelularizadas mais eficientemente que os tecidos 
do grupo VPD-B no mesmo período de tempo. Além disso, o remodelamento da 
MEC das cúspides VPD-B ocorreu tardiamente em relação ao observado em VPD-S.  
As hH-EVs são compostas por partículas de 30 a 400 nm que apresentam 
conteúdo proteico interessante para medicina regenerativa.  Essas vesículas podem 
estimular a migração e diminuir a adesão de CTMs, além de induzir a proliferação e 
a angiogênese in vitro de HUVEC.  
Quando testadas em modelo de co-cultivo, as hH-EVs isoladas do endocárdio 
do ventrículo esquerdo (LVE-EVs) foram capazes de estimular a recelularização de 
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 ANEXO B – TERMO DE CONSENTIMENTO LIVRE E ESCLARECIDO 
Este documento que você está lendo é chamado de Termo de Consentimento Livre e 
Esclarecido (TCLE). Ele contém explicações sobre o estudo que você está sendo convidado(a)  
a participar. Antes de decidir se deseja participar (de livre e espontânea vontade) você deverá 
ler e compreender todo o conteúdo. Ao final, caso decida participar, você será solicitado(a) a 
assiná-lo e receberá uma cópia do mesmo, de igual teor. Antes de assinar faça perguntas sobre 
tudo o que não tiver entendido bem. A equipe deste estudo responderá às suas perguntas a 
qualquer momento (antes, durante e após o estudo). Sua participação é voluntária, o que 
significa que você poderá desistir a qualquer momento, retirando seu consentimento, sem que 
isso lhe traga nenhum prejuízo ou penalidade, bastando para isso entrar em contato com um 
dos pesquisadores responsáveis. 
  Você está sendo convidado(a)  para participar, como voluntário(a), em uma pesquisa 
científica chamada: "Caracterização de enxertos valvares porcinos obtidos por dois 
processos de descelularização e avaliação da sua biocompatibilidade in vitro usando 
células humanas e vesículas extracelulares". Essa pesquisa procura caracterizar enxertos de 
válvula cardíaca pulmonar porcina que passaram por um procedimento de remoção das 
células. Para estudar a biocompatibilidade dos tecidos produzidos um parâmetro importante é 
a avaliação da resposta imune celular humana, por isso precisamos coletar o sangue venoso 
para o isolamento de células mononucleares de sangue periférico (PBMC). 
 Caso você decida aceitar o convite, nós faremos uma coleta simples de sangue venoso, 
em torno de 40 mL, em recipiente apropriado para a realização dos experimentos.  As 
amostras não serão utilizadas para nenhum fim terapêutico e não terão nenhum valor 
comercial. 
Riscos: O risco associado a esse tipo de coleta é a possibilidade de ocorrer um 
pequeno derrame local (hematoma), que geralmente não tem consequências além de um 
pequeno desconforto. 
Benefícios: você não terá nenhum benefício direto e imediato com a participação neste 
projeto.  
Todas as informações obtidas serão sigilosas. As células isoladas serão imediatamente 
isoladas e utilizadas para os experimentos.  A divulgação dos resultados será feita de forma a 
não identificar os voluntários. Os resultados deste trabalho poderão ser apresentados em 
encontros ou revistas científicas, entretanto, ele mostrará apenas os resultados obtidos como 
um todo, sem revelar seu nome, instituição a qual pertence ou qualquer informação que esteja 
relacionada com sua privacidade. Ainda assim, há riscos de quebra de confidencialidade 
acidental e a equipe estará esforçada em corrigir qualquer eventualidade, e ressarcir qualquer 
dano que essa falha possa ocasionar. 
Conforme previsto pelas normas brasileiras de pesquisa com a participação de seres 
humanos você não receberá nenhum tipo de compensação financeira pela sua participação 










Se você tiver algum gasto que seja devido à sua participação na pesquisa, você será 
ressarcido, caso solicite. Em qualquer momento, se você sofrer algum dano comprovadamente 
decorrente desta pesquisa, você terá direito a indenização. 
 Após ser esclarecido(a), no caso de aceitar fazer parte do estudo, assine ao final 
deste documento e rubrique as duas folhas no rodapé. Você ficará com uma cópia deste 
Termo e toda a dúvida que você tiver a respeito desta pesquisa, poderá perguntar diretamente 
para Amanda Leitolis, Rua Prof. Algacyr Munhoz Mader 3775, Curitiba, PR, (41) 3316-3230, 
aleitolis@gmail.com.  
Em caso de reclamação ou qualquer tipo de denúncia sobre este estudo você deve ligar 
para o Comitê de Ética em Pesquisa da Fundação Oswaldo Cruz pelo telefone: (21) 3882-
9011 ou mandar um e-mail para cepfiocruz@ioc.fiocruz.br. 
 Você confirma que foi devidamente informado(a) e esclarecido(a)  pelo pesquisador 
sobre a pesquisa: "Caracterização de enxertos valvares porcinos obtidos por dois 
processos de descelularização e avaliação da sua biocompatibilidade in vitro usando 
células humanas e vesículas extracelulares”, dos procedimentos nela envolvidos, assim 
como dos possíveis riscos e benefícios decorrentes de sua participação. É garantido que você 
pode retirar seu consentimento a qualquer momento, sem que isso lhe traga prejuízo ou 
penalidade. 
 



















(Folha 02 de 02) 
 
 
 
 
126 
 
